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Was man an der Natur Geheimnisvolles pries, 
Das wagen wir verständig zu probieren. 
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Einer hohen Anzahl traumatischer und degenerativer Läsionen des Gelenkknorpels steht ge-
genwärtig ein breites Spektrum an Behandlungsstrategien gegenüber. [1] Allen gemein ist die 
begrenzte Möglichkeit zu einer Restitutio ad Integrum, der vollständigen Ausheilung. Da das 
biomechanisch stark beanspruchte Gewebe über eine geringe Regenerationsfähigkeit verfügt, 
[2] gestatten Therapien eine Funktionswiederherstellung zumeist nur unter der Integration des 
bestehenden Defekts im Sinne einer Reparatio. Ein Zustand, der das anvisierte Therapieziel 
des schmerzfreien optimalen Funktionserhalts dauerhaft gefährdet und häufig zu fortschrei-
tenden degenerativen Erscheinungen wie der Arthrose führt. [3, 4]   
Moderne Verfahren verfolgen daher das Ziel, defekte Areale durch neu gebildeten Knorpel zu 
ersetzen und bedienen sich dazu unter anderem der Methode des Tissue Engineerings. [5] 
Grundlage bilden hierbei autologe mesenchymale Stammzellen [1], die nach ihrer Entnahme 
aus dem Spenderorganismus zunächst in vitro kultiviert werden. Nach ausreichender Prolife-
ration durchlaufen die Zellen eine Differenzierungsphase zu Knorpelzellen, um in Stützgerüs-
ten, sogenannten Matrices, einen gewebeähnlichen Verband zu bilden.  Trägermatrices beste-
hen aus porösen Strukturen [6], die gleichsam eine Immobilisierung der Zellen im 
dreidimensionalen Raum unter Wahrung der Kommunikationsmöglichkeit untereinander er-
möglichen als auch eine ausreichende Penetrationsfähigkeit von Nährstoffen und Wachstums-
faktoren in den Zellverband hinein sowie einen Abtransport metabolischer Endprodukte ge-
währleisten müssen. [7] 
Will man Tissue-Engineering-Konstrukte in den Organismus implantieren, so besteht die pri-
märe Herausforderung darin, initial eine erfolgreiche Integration zu erzielen, die in der vorge-
schädigten Umgebung dauerhaft aufrecht erhalten werden kann. [8] Zudem muss die neu ge-
schaffene Einheit den biomechanischen Belastungen des Knorpelgewebes in vivo standhalten 
können. [9, 10] 
Um diesen Prozess im Gesamten zu ermöglichen, müssen Struktur, Reifung und die funktio-
nelle Homöostase des adulten Gelenkknorpels ausreichend verstanden und für die therapeuti-






1.1 Aufbau des Gelenkknorpels 
Gelenkknorpel ist ein komplexes Gewebe, das die Oberflächen von Gelenken zur Verbesse-
rung ihrer Gleitfähigkeit und der Stoßabsorption mit einer Schichtdicke von bis zu 5 mm 
überzieht. (Abb. 1-1) [11] Er setzt sich im Wesentlichen aus reifen Knorpelzellen, den Chond-
rozyten zusammen. Sie produzieren kontinuierlich die sogenannte Extrazellulärmatrix, die 
den größten Volumenanteil des Gewebes darstellt und die in kleinen Gruppen angeordneten 
Chondrozyten vollständig umgibt. Die Extrazellulärmatrix besteht zum größten Teil aus Was-
ser und ist von einem Gerüst aus Kollagenfibrillen durchzogen. Die einzelnen Fibrillen sind 
durch eine Gruppe unterschiedlicher Proteine zu einem großen Netzwerk zusammengeschlos-




Abbildung 1-1 Aufbau Gelenkknorpel 
 
Für die starke Belastungsfähigkeit des Gewebes sind die im Kollagengerüst immobilisierten 
negativen Ladungsträger verantwortlich. Proteoglycane verfügen über zahlreiche Thiol-
Gruppen, die durch intra- und intermolekulare Wechselwirkungen einerseits große Mengen 
Wasser binden und darüber hinaus durch Abstoßungsreaktionen untereinander eine maximale 
räumliche Ausdehnung des Stützgerüstes bewirken. [13] 
Durch das jeweilige Gleichgewicht aus Zugkräften und Expansionsdruck erklären sich die 
Kompressionsfähigkeit und die Elastizität des Gewebes unter Bewegung und der damit ein-
hergehenden Belastung: Wird Druck auf das Gewebe ausgeübt, ist in begrenztem Ausmaß 
eine Annäherung negativer Ladungsträger möglich. Wasser wird in diesem Schritt verdrängt. 










lennetzwerk vorgegebenen Maß räumlich aus. Wasser wird konsekutiv nachgezogen und das 
Gewebe nimmt seine ursprüngliche Form an. [13] Notwendig ist die Diffusionsbewegung des 
Wassers überdies für den Transport von Nährstoffen, da der Gelenkknorpel keine Gefäßver-
sorgung aufweist. [14] 
Eine Abweichung in der Zusammensetzung der Extrazellulärmatrix ist somit unmittelbar mit 
einer Einschränkung der Funktionsfähigkeit des Gewebes assoziiert. 
Chondrozyten des gesunden Gelenkknorpels behalten ihren Differenzierungsgrad  dauerhaft 
bei. [15] Da sich deren metabolische Aktivität weitestgehend auf die Produktion und die Or-
ganisation der Extrazellulärmatrix konzentriert, bleibt auch diese in ihrer Zusammensetzung 
konstant. [16] Dahingegen sind einzelne Entwicklungsstadien im Verlauf der Chondrogenese 
durch jeweils unterschiedliche Zusammensetzungen der Extrazellulärmatrix gekennzeichnet. 
[17, 18] 
 
1.2 Entwicklung des Gelenkknorpels 
Pluripotente mesenchymale Stammzellen (MSCs) bilden den Ursprung zahlreicher Gewebe. 
In der Embryonalentwicklung entstehen aus ihnen auf verschiedenen Differenzierungswegen 
Sehnen, Bänder, Muskeln, Knochenmarkszellen, Bindegewebe, Adipocyten sowie Knochen 
und Knorpel. Im adulten Organismus dienen sie darüber hinaus als Vorläuferzellen der Rege-
neration und Aufrechterhaltung von Geweben. [19] Hervorgegangen aus Mesenchymzellen  
bilden Chondroblasten die unmittelbare Vorstufe der Chondrozyten. [20-22] Während sie in 
der Phase des frühen interstitiellen Wachstums noch proliferieren, stellen sie diese Aktivität 
im Folgenden ein und verbleiben in der sich aus den letzten Zellteilungen ergebenden Anord-
nung in sogenannten isogenen Gruppen. Einzig in der bindegewebigen Kapsel, dem Peri-
chondrium, die den Gelenkknorpel umgibt, finden sich noch Vorläuferzellen der Chondroblas-
ten, die zu appositionellem Wachstum befähigt sind. [13, 23] 
Typisch für die Extrazellulärmatrix der mesenchymalen Vorläuferzellen ist das Kollagen I  
[24]. Dessen Produktion wird in den folgenden Entwicklungsschritten reduziert und durch 
Kollagen II sowie durch Proteoglycane ersetzt, die zusammen den Hauptbestandteil der Mat-
rix des reifen Chondrozyten bilden. [12, 17]  
Schließt sich an diese als Chondrogenese bezeichnete Entwicklung eine weitere Zelldifferen-
zierung an, so entsteht über die sogenannte enchondrale Ossifikation Knochen - ein Prozess 
der unter physiologischen Bedingungen Beispielsweise in den Epiphysenfugen stattfindet und 




Zellvolumen nimmt zu. Morphologisch sichtbar ist in diesem Stadium die Bildung größerer 
Lakunen um den Zellkern herum. Sie produzieren fortan vermehrt Kollagen X, während das 
Vorkommen von Kollagen II in der Matrix reduziert wird. Ferner ist eine vermehrte Produkti-
on der alkalischen Phosphatase (AP) und des Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) 
festzustellen. [17] Subchondral gelegene Gefäße penetrieren auf dieses Signal hin das in der 
Transformation begriffene Knorpelgewebe [12], immigrierende Osteoklasten degradieren die 
bestehende Matrix [26] und  Chondrozyten transformieren entweder zu Osteoblasten und be-
wirken eine Mineralisierung der Matrix oder gehen in die Apoptose über. [27, 28] [29]   
 
1.3 Pathophysiologie des Gelenkknorpels 
Um seine Funktion unter permanenter Belastung gewährleisten zu können, muss der Gelenk-
knorpel seine Struktur kontinuierlich aufrechterhalten. Im Gegensatz zu vielen anderen Ge-
webearten des menschlichen Organismus weist er dabei eine beachtliche Konstanz auf: Reife 
Chondrozyten zeigen lebenslang keine weitere Mitoseaktivität und auch die von ihnen produ-
zierten Extrazellulärmatrixkomponenten wie zum Beispiel das Aggrecan verfügen über eine 
Lebensdauer von 3 bis 24 Jahren, das Kollagennetzwerk sogar über mehr als 100 Jahre [30]. 
Aufgrund seiner sehr geringen Erneuerungsrate wird der Gelenkknorpel auch als bradytrophes 
Gewebe bezeichnet. Seine Regenerationsmechanismen benötigen dementsprechend viel Zeit, 
um eine aufgetretene Läsion zu begrenzen. Dass diese Mechanismen meist nicht ausreichend 
effektiv sind, um eine Strukturveränderung zu kompensieren und Folgeschäden zu verhin-
dern, wird in Anbetracht der zahlreichen Gelenkerkrankungen deutlich.  
Die Arthrose, bei der ein fortschreitender degenerativer Schaden des Gelenkknorpels vorliegt 
[31, 32],  wird weltweit als häufigste Gelenkerkrankung [33] verzeichnet. Ihre Pathophysiolo-
gie basiert auf dem nachhaltig gestörten Gleichgewicht anaboler und kataboler Vorgänge. [34-
36] Obwohl viele der daran beteiligten Faktoren und Enzyme inzwischen identifiziert werden 
konnten, ist über deren genaue Interaktion und Regulation gegenwärtig wenig bekannt. Als 
gesicherte Erkenntnis auf Seite der destruktiven Mechanismen gilt die gesteigerte Aktivität 
proteolytischer Enzyme (Matrix Metalloproteinasen und Aggrecanasen) sowie eine durch ent-
sprechende Cytokine (Leukine und Tumornekrosefaktor-α) vermittelte inflammatorische 
Komponente. [25, 36, 37]  
Auf zellulärer Ebene stellt die hypertrophe Differenzierung von Chondrozyten eine typische 
pathologische Veränderung der Arthrose dar. [38] Während die Hypertrophie in der Epiphy-




neralisierung und Bildung knöcherner Anteile in einer irreversiblen Destruktion des Gelenk-
knorpels mit nachfolgenden Umbauten des subchondral gelegenen Knochens. [25] Auch Ge-
lenkergüsse durch die synoviale Reizung kristalliner Absonderungen sind häufig. [39] Symp-
tomatisch werden diese Veränderungen für den Patienten durch Schmerzen und 
Bewegungseinschränkungen, die letztlich zu einem vollständigen Funktionsverlust des Ge-
lenks führen können und eine endoprothetische Versorgung notwendig machen. 
 
1.4 Angiogenese 
Angiogenese bezeichnet den Vorgang der Aussprossung neuer Gefäße aus einem bestehenden 
Gefäß heraus. Zunächst handelt es sich dabei um einen physiologisch bedeutsamen Vorgang. 
Er ist in der Embryo- und Organogenese zu beobachten, findet aber auch später im ausge-
wachsenen Organismus unter anderem bei der Wundheilung statt. Krankheitswert erlangt die 
Angiogenese erst, wenn das Gefäßwachstum an Stellen auftritt, die unter normalen Bedin-
gungen avaskulär verbleiben, oder wenn es in einem höheren als dem benötigten Maß zu einer 
Neubildung kommt. Klassischerweise ist dies bei Gefäßmalformationen oder bei einem Car-
cinom zu beobachten, das so Versorgungsstrukturen zur Aufrechterhaltung seines stark erhöh-
ten Metabolismus schafft. Auch am Gelenkknorpel, der in seiner gesunden Grundstruktur kei-
ne Vaskularisierung aufweist [40], können Erkrankungen durch ein neu auftretendes 
Gefäßwachstum imponieren. Charakteristisch ist dies unter anderem für die Arthrose. [41] 
Reguliert wird die Angiogenese durch ein Verhältnis aus pro- und anti-angiogenen Faktoren. 
Nachgewiesen werden konnte die Wirkung von Chondromodulin-I und Cartilage Derived 
Inhibitor als Garanten der Avaskularität [42, 43] sowie die primäre Bedeutung von VEGF 
(Vascular Endothelial Growth  Factor) und bFGF (basic Fibroblast Growth Factor) [44] für 
die Induktion einer Gefäßneubildung. Sie tragen dazu bei, dass aus vorbestehenden subchond-
ral gelegenen Gefäßen eine Migration, Invasion und Adhäsion von Endothelzellen [45] statt-
findet. Diese formieren sich zu tubulären Zisternen, die sich durch die Herausbildung einer 
gemeinsamen Membran zusammenschließen und das erste fragile Vorläuferkonstrukt eines 
Gefäßes bilden. Weitere, ebenfalls durch VEGF beeinflusste Spezifizierungen führen letztlich 
zu einem reifen, stabilen Mikrogefäß. [46]  
Es ist bekannt, dass Angiogenese und inflammatorische Prozesse, die eine entscheidende Rol-
le bei der Entwicklung einer Arthrose einnehmen, häufig miteinander einhergehen. [47] Ins-
besondere der Übergang zu einer chronischen Inflammation, so vermuten Liekens et. al., sei 




schen Geschehen beteiligt sind, sind unter anderem Makrophagen. Von ihnen ist bekannt, dass 
sie eine Vielzahl pro-angiogener Faktoren produzieren, so auch VEGF. [49] Die auf diesem 
Weg angeregte Neubildung einer Gefäßversorgung ermöglicht den optimalen Transport von 
Nährstoffen und gestattet gleichzeitig durch die initial poröse Membranstruktur der neuen 
Gefäße eine verstärkte Invasion immunmodulierender Cytokine und weiterer beteiligter Zel-
len des Immunsystems. [50] Einerseits werden so die Aufrechterhaltung und die Ausweitung 
des metabolisch hochaktiven Vorgangs einer Inflammation unterstützt, der wiederum durch 
weitere VEGF-Produktion die Angiogenese verstärkt anzuregen vermag.  
Eine ähnliche Wechselwirkung, bei der eine klare Zuweisung von Auslöser und Folgereaktion 
noch nicht eindeutig getroffen werden konnte, besteht auch zwischen der Angiogenese und 
der Hypertrophie von Chondrozyten. Im Hinblick auf die enchondrale Ossifizierung scheint 
der Zusammenhang klar: Der hypertrophe Chondrozyt in der Wachstumsfuge produziert 
VEGF, sodass sich die Vaskularisierung und Mineralisierung der Matrix sowie die Bildung 
reifen Knochens anschließen. Findet eine pathologische hypertrophe Differenzierung des 
Chondrozyten im Gelenkknorpel statt, so wird das von ihm produzierte VEGF über Diffusi-
onsvorgänge und die Synovia [51] transportiert. Die Dysbalance wird so zugunsten pro-
angiogener Faktoren verstärkt [52], die die Einsprossung neuer Gefäße konsekutiv fördern 
[53]. Immigrierende Endothelzellen selbst produzieren jedoch auch Faktoren, die die Diffe-
renzierung von Chondrozyten beeinflussen und damit ebenfalls eine Hypertrophie induzieren 
können. [54] So haben Pesesse et.al. postuliert, dass Hypertrophie und Angiogenese zwei sich 
gegenseitig bedingende komplexe pathophysiologische Prozesse des arthrotischen Gelenk-
knorpels seien. [38] Während letztere den Zusammenhang zwischen Differenzierungsgrad 
und angiogener Potenz in vitro untersucht haben, ist es Ziel der vorliegenden Arbeit,  einen in 
vivo Ansatz zur weitergehenden Analyse zu wählen. 
Ebenfalls im Kontext zur Angiogenese stehend ist das Einwachsen von Nerven in den Ge-
lenkknorpel, das mit einem entscheidenden Einfluss auf die Schmerzsymptomatik im Rahmen 
der Arthrose einhergeht. [38, 55, 56] In der histologischen Analyse von arthrotisch veränder-
tem Gelenkknorpel wurden sympathische und sensorische Nervenfasern unabhängig vom 
Schweregrad der Arthrose häufig und ausschließlich perivaskulär identifiziert. [55] 
Die Angiogenese stellt zusammengefasst einen zentralen pathophysiologischen Aspekt vieler 
Gelenkerkrankungen, insbesondere der Arthrose dar. Aufgrund dessen könnte sie sich als 
zentraler Angriffspunkt wirkungsvoller Therapiestrategien eignen. Für die Entwicklung ent-
sprechender Substanzen bedarf es jedoch genauerer Kenntnisse hinsichtlich ihrer Regulation 




1.5 Tissue Engineering 
Der Begriff des Tissue Engineerings verbindet den mechanischen Vorgang der Konstruktion 
mit dem Gegenstand belebter Materie und spiegelt so die Verknüpfung aus Material- und Bi-
owissenschaften wieder. Ziel dieser Disziplin ist es, ausgehend von einzelnen Zellen durch 
den Einsatz geeigneter Kulturbedingungen unter Zuhilfenahme von Stützgerüsten ein passen-
des Gewebesubstitut zu generieren, das im lebenden Organismus die Funktion eines irreversi-
bel erkrankten Gewebes ersetzen kann. [5, 57] 
 
1.5.1 Zellursprung 
Grundlage für die Auswahl geeigneten Zellmaterials zur Defektdeckung sollte zum einen die 
Erwägung sein, dass dieses durch eine Methode gewonnen werden kann, die für Patienten im 
Sinne des „primum nil nocere“ ein vertretbares Risiko in Bezug auf den zu erwartenden Nut-
zen darstellt. Zum anderen ist die Vitalität der Zellen mit einer entsprechenden Fähigkeit zur 
Differenzierung und zur Integration in die spätere Umgebung entscheidend. Besonders im 
Hinblick auf letztere ist der autologen Zellspende der Vorzug einzuräumen, die das Risiko für 
immunologische Abstoßungsreaktionen minimiert. [58, 59] 
Für die Versuche wurden daher multipotente mesenchymale Stammzellen mit dem Ursprung 
aus dem Beckenkamm gewählt, dessen Punktion einen Eingriff geringer Invasivität darstellt. 
Mesenchymale Stammzellen haben sich in zahlreichen Studien als zuverlässig isolierbar und 
kultivierbar [22] sowie zur chondralen Defektdeckung geeignet erwiesen. [60-62] 
 
1.5.2 Regulationsfaktoren 
Um den Prozess der Chondrogenese ausgehend von der mesenchymalen Stammzelle in vitro 
nachvollziehen zu können, bedarf es einer genauen Kenntnis der zugrunde liegenden Regula-
tionsmechanismen. Daher ist es Gegenstand zahlreicher Studien aus dem Bereich des Tissue-
Engineerings, die Wachstumsfaktoren zu identifizieren, die die Einleitung einer weitergehen-
den Differenzierung beeinflussen oder zur Aufrechterhaltung einer Differenzierungsstufe bei-
tragen. 
Als Grundvoraussetzung für die in vitro Chondrogenese mesenchymaler Stammzellen wird 
übereinstimmend eine hohe Zelldichte genannt [63], die die erfolgreiche Kommunikation über 
Zell-Zell und Zell-Matrix-Kontakte ermöglicht. [64] In diesem Zusammenhang haben sich 




als erfolgreich erwiesen. Zu den chondroinduktiven Wachstumsfaktoren werden übereinstim-
mend der Insulin-like-growth-factor (IGF) [65], der Transforming-growth-factor-β (TGF β) 
sowie die Bone morphogenic proteins (BMP) gezählt. Außerdem sind eine serumfreie Umge-
bung und die Zugabe von Dexamethason notwendig. [66] Insbesondere TGF-β und Dexame-
thason sind in der Lage, die Chondrogenese nicht nur zu induzieren, sondern auch eine dar-
über hinausgehende Differenzierung dauerhaft zu inhibieren. [67, 68] 
Für eine Überführung in die Hypertrophie ist es demzufolge notwendig, den TGF-β vollstän-
dig zu entziehen und Dexamethason zumindest deutlich zu reduzieren. [63] Als aktiv hyper-
trophieinduzierender Faktor gilt L-Thyroxin, [69] das auch in der enchondralen Ossifikation 
der Wachstumsfuge eine entscheidende Rolle spielt.  
 
1.5.3 Matrix 
Nicht erst zur Implantation der Zellen in den lebenden Organismus ist die Konfiguration in 
einem vitalen Zellverband notwendig, auch bereits während der Differenzierungsphase ist die 
räumliche Anordnung der Zellen zueinander von hoher Bedeutung. [63] [64] Als besonders 
geeignet haben sich daher Stützgerüste, sogenannte Matrices erwiesen, die je nach Einsatz-
spektrum eine hohe Variabilität aufweisen. 
Idealerweise sollten sie mit der Umgebung, in die sie eingesetzt werden, vollständig kompati-
bel sein, also keine Abstoßungsreaktionen oder Gewebereizungen hervorrufen. Dennoch soll-
ten sie als Fremdkörper nur so lange wie zur erfolgreichen Integration in das Defektareal nö-
tig im Organismus verbleiben und somit von diesem selbst abbaubar sein. [62] Zur 
Besiedelung muss das Material den Zellen gestatten, an der Oberfläche adhärent zu werden. 
[70] Zusätzlich ist ein hohes Maß an Porosität erforderlich, sodass eine gleichmäßige Durch-
dringung möglich wird. Dadurch wird ebenfalls sichergestellt, dass die Penetration von Nähr-
stoffen und Wachstumsfaktoren möglich ist, ein Gasaustausch stattfinden kann und der Ab-
transport von Stoffwechselendprodukten gelingt. [71, 72] Überdies zählt es zu den 
Materialeigenschaften moderner Matrizes, dass diese bereits chondrokonduktiv wirken, das 
heißt, den Differenzierungsvorgang selbst fördern. Zu den auf diese Art wirksamen Substan-
zen zählen unter anderem die Hyaluronsäure und Gelatine-Komposit. [73, 74] 
Wünschenswert wäre ein Modell, das all diese Eigenschaften in optimaler Ausprägung in sich 
vereint. In der praktischen Umsetzung gelingt dies bislang nur näherungsweise. [75] So ist 
vor allem der Zeitpunkt der Degradierung durch Wechselwirkungen zwischen Zellen, Matrix, 





Abbildung 1-2 Matrix rasterelektronenmikroskopisch (mit freundlicher Genehmigung von 
Herrn Dr. R. Kujat, experimentelle Unfallchirurgie, Universitätsklinikum Regensburg) 
 
Eine Eigenentwicklung der Abteilung für Unfallchirurgie am Universitätsklinikum Regens-
burg hat sich in vorangegangenen Experimenten hinsichtlich ihres Eigenschaftsprofils als 
Matrix bewährt. Die Matrices haben sich in der Zellkultur als effektiv und gut verträglich, 
sowie in der weiteren Verwendung als mechanisch belastbar erwiesen. [74] Im Ergebnis zeig-
te sich überdies eine gute Biokompatibilität des biodegradierbaren Materials bestehend aus 
einem Komposit aus Hyaluronsäurebenzylester und Gelatine. Damit weist sie eine hohe 
Strukturverwandschaft zu der Extrazellulärmatrix von Knorpelzellen auf [76], sodass die Zel-
len in eine annähernd physiologische Umgebung eingebracht werden. In der Abbildung 1-2 ist 
die Matrix in rasterelektronenmikroskopischer Darstellung vor der Beimpfung mit Zellen dar-
gestellt. 
 
1.5.4 In vitro Chondrogenese mesenchymaler Stammzellen 
Sind die vorgenannten Bedingungen hinreichend erfüllt, so ist eine erfolgreiche chondrogene 
Differenzierung mesenchymaler Stammzellen in vitro regelhaft reproduzierbar. Die Abläufe 
innerhalb der Differenzierungsphase weisen jedoch Charakteristika auf,  die sich von der in 
vivo Genese signifikant unterschieden. Pelttari et al. haben die Dynamik der in vitro Chond-
rogenese einer Zellpelletkultur in einem 3-Phasen-Modell zusammengefasst und als entschei-
denden Unterschied das stets frühe Auftreten eindeutiger Hypertrophiemarker  beschrieben. 
So war bereits ab dem 1.-2. Tag nach Beginn der Exposition mit chondroinduktiven Wachs-




Die Hyaluronsäurebenzylester(Hyaff)-Gelatine-Kompositmatrix (Abb. 2-9 und 2-10) 
wurde vor jedem in dieser Arbeit durchgeführten Versuch nach einem patentierten 
Herstellungsverfahren (Europäisches Patent Nr.: PCT/EP99/09444) frisch hergestellt. 
Das Hyaff-Gelatine Verhältnis betrug stets 70%–30%. Dieses Mischungsverhältnis hat 
sich in zahlreichen Vorversuchen sowohl mechanisch als auch biologisch bewährt. Die 
Porengröße der Trägermatrizes (Höhe 4mm, Ø5mm) betrug 350-450µm. In der 
Abbildung 2-10 wird anhand von rasterelektronenmikroskopischen Aufnahmen in der 
linken und mittleren Spalte die hohe Porösität der Matrix und deren 
Sekundärporenbildung dargestellt. Die rechte Spalte zeigt die zellbeladene 
Trägermatrix. Gut ersichtlich ist hierbei die optimale Adhäsion der Zellen in den Poren. 
 
 
Abb. 2-9 Hyaluronsäurebenzylester-Gelatine Kompositmatrix in Aufsicht 
 






1.5.5 In vivo Verhalten mesenchymaler Stammzellprodukte  
Nicht nur die Abfolge der Schritte einer Chondrogenese in vitro, auch die weitere Entwick-
lung nach Implantation in den lebenden Organismus wies Unterschiede zur natürlichen Knor-
pelentwicklung auf. So konnten die Zellen das nach Ablauf dieser Kaskade erreichte Diffe-
renzierungsstadium nicht stabil beibehalten. Mit einer fortschreitenden Calcifikation und der 
Gefäßeinwanderung zeigten sich eindeutige Merkmale einer enchondralen Ossifikation. [78] 
Für den späteren Einsatz als Regenerationsgewebe ist diese Beobachtung in unterschiedlicher 
Hinsicht von Bedeutung: Einerseits stellt sie ein Hindernis für den dauerhaften Erfolg einer 
Defektdeckung des Gelenkknorpels dar. Dieser ist zum Funktionserhalt auf eine konstante 
Matrixbeschaffenheit angewiesen, sodass Hypertrophie gezielt supprimiert werden muss. 
Gleichsam kann das charakteristische in vitro Verhalten auch als vielversprechender Ansatz 
für die Verwendung im Rahmen der Behandlung von Knochendefekten herangezogen werden. 
Die induzierte Calcifikation und Gefäßinvasion nach Implantation in den Organismus imitie-
ren den Vorgang einer Frakturheilung durch enchondrale Ossifikation und wären somit bereits 
Teil einer notwendigen Entwicklung für die Entstehung eines dauerhaften Regenerationsge-
webes im Knochen. [79] 
 
1.6 Intravitalmikroskopie  
Die Intravitalmikroskopie stellt ein Verfahren dar, das es gestattet, dynamische Vorgänge in 
vivo über einen längeren Zeitraum mikroskopisch beobachten zu können. Ursprünglich wurde 
dieses in der Tumorforschung etabliert [80], um den Effekt von Inhibitoren [81] auf die Vas-
kularisierung und die Mikrozirkulation von Tumoren beurteilen zu können. [44] Zur lichtmik-
roskopischen Darstellung eines Tumorareals musste sowohl eine direkte Draufsicht als auch 
eine minimale Schichtdicke des zu durchdringenden Gewebes ermöglicht werden. Zu diesem 
Zweck wurden bereits früh Sichtkammern an verschiedenen Körperstellen der Versuchstiere 
angebracht [82]. Erstmals erwähnt wurde die Rückenhautkammer (dorsal skinfold chamber 
„DSFC“) 1943. [83] Einige Jahre und wenige Modifikationen später, hielt sie schließlich auch 
Einzug in die Knochen- und Knorpelgewebeforschung. [84, 85] Die erstmalige Anwendung 
im Zusammenhang mit Tissue Engineering Produkten aus mesenchymalen Stammzellen, die 
in die Kammer eingebracht und auf ihr angiotaktisches Verhalten hin beobachtet wurden, ist 
in der Publikation von Schumann et.al. im Jahr 2002 beschrieben. [86] 
Gegenwärtig kommen Kammern aus Titan zum Einsatz, die zum einen den Vorteil aufweisen, 




gungsfähigkeit erhalten. Auch sind die Materialeigenschaften im Hinblick auf den direkten 
Kontakt mit der Haut und der Wundfläche günstig: Bei Titan handelt es sich um ein inertes 
Metall, das zudem durch eine schlechte Temperaturleitfähigkeit kaum zu einer Abkühlung des 
Umgebungsgewebes und damit zu einer Vasokonstriktion führt. [87] Unter der fortschreiten-
den Entwicklung von Kamerasystemen konnten Aufnahmen für die spätere Vermessung [88] 
von Parametern wie der Gefäßdichte generiert werden und auch die gezielte Markierung von 
Erythrozyten für den Einsatz der Fluoreszenzmikroskopie konnte im dynamischen Blutfluss 
dokumentiert werden. 
Nach einer einmaligen Narkose für den operativen Eingriff der Kammerbefestigung, ist die 
problemlose Durchführbarkeit der täglichen Beobachtung ein weiterer Vorteil, da diese keine 
weitere Sedierung der Tiere erfordert, sodass auch hier störende Artefakte durch Nebenwir-
























Die vorliegende Arbeit vollzieht initial die Imitation einer Zellreifung ausgehend von der 
mesenchymalen Stammzelle zum Chondrozyten unterschiedlicher Differenzierung in Tissue 
Engineering Matrices nach, wie sie in vorangegangenen Studien bereits erfolgreich durchge-
führt wurde. [63, 65-67, 90, 91] Ein entscheidender Aspekt des Differenzierungsvorgangs ist 
die Neubildung von Gefäßen, die Angiogenese. Als typisches Merkmal des hypertrophen 
Knorpels stellt sie einen zentralen Entwicklungsschritt dar, dessen Regulation für unterschied-
liche therapeutische Ansätze zur Regeneration von Knorpel- und Knochengewebe von Inte-
resse ist. 
Der Hauptteil dieser Arbeit befasst sich daher mit dem Einfluss des Differenzierungsgrades 
von Knorpelzellen auf den Vorgang der Angiogenese. Vorhandene Studien, die sich gezielt mit 
dem Zusammenhang von Hypertrophie und Angiogenese  befasst haben, basieren fast aus-
schließlich auf in vitro Experimenten [38] oder wurden lediglich mit isolierten Wachstums-
faktoren, die in den lebenden Organismus eingebracht wurden [92], durchgeführt. Mit der 
vorliegenden Arbeit sollen aktuelle Erkenntnisse durch einen Transfer der Fragestellung auf 
einen in vivo Ansatz erweitert werden. Dieser soll mit Hilfe der Intravitalmikroskopie unter 
dem Einsatz von Rückenhautkammern an Nacktmäusen realisiert werden. 
 
Hypothese 1) Der Differenzierungsgrad mesenchymaler Stammzellen hat einen Einfluss auf 
deren angiotaktisches Verhalten. Hypertrophe Zellen fördern die Angiogenese. 
Hypothese 2) Die gewählte Methode der Intravitalmikroskopie an der Rückenhautkammer ist 







2.1 Chemikalien und Reagenzien 
Ammonium dihydrogenphosphat      Roth, Karlsruhe 
Bovines Serumalbumin (BSA)      Sigma Aldrich, Steinheim 
Calciumchlorid         Roth, Karlsruhe 
Calfserum heat inactivated (FCS)      Gibco, Karlsruhe 
Citronensäure-Monohydrat       Merck, Darmstadt 
Chromalaun Type 90-110 Bloom      Sigma Aldrich, Steinheim 
Cobaltchlorid         Sigma Aldrich, Steinheim 
D+ Saccharose         Roth, Karlsruhe 
DEPC          Sigma Aldrich, Steinheim 
DePex          Serva, Heidelberg 
Dexamethason         Sigma Aldrich, Steinheim 
Diaminobenzidin (DAB)       Sigma Aldrich, Steinheim 
Diethylether         Roth, Karlsruhe 
Dimethylaminobenzaldehyd       Sigma Aldrich, Steinheim 
Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat     Merck, Darmstadt 
DMMB          Sigma Aldrich, Steinheim 
Dulbecco’s modified eagle medium (DMEM) high glucose Gibco, Karlsruhe 
Dulbecco’s modified eagle medium (DMEM) low glucose  Gibco, Karlsruhe 
Dulbecco’s PBS         Invitrogen, Karlsruhe 
EDTA          Sigma Aldrich, Steinheim 
Ethydiumbromid         Merck, Darmstadt 
Ethylenglycolmonoethylether      Sigma Aldrich, Steinheim 
Fetal Bovine Serum        PAN Biotech, Aidenbach 
Gelatine Porcine skin        Sigma Aldrich, Steinheim 
Glutaraldehyd         Roth, Karlsruhe 
HCl           Merck, Darmstadt 
Hepes          Sigma Aldrich, Steinheim 
Hepes buffer         Gibco, Karlsuhe 
HFIP           Sigma Aldrich, Steinheim 




ITS+3          Sigma Aldrich, Steinheim 
Ketamin 10 %         WDT, Garbsen 
L-4 Hydroxyprolin        Fluka, Buchs (CH) 
L-Ascorbic Acid         Sigma Aldrich, Steinheim 
L-Glutamin         Gibco, Karlsruhe 
Liquemin N 25000 Heparin       Roche, Grenzach-Wyhlen 
Kaliumdihydrogenphosphat       Merck, Darmstadt 
2-Mercaptoethanol        Sigma Aldrich, Steinheim 
Methanol          Merck, Darmstadt 
Natriumchlorid         Merck, Darmstadt 
Natriumdihydrogenphosphat-Monohydrat    Merck, Darmstadt 
Natriumhydrogencarbonat       Merck, Darmstadt 
Nickelchlorid         Sigma Aldrich, Steinheim 
Novocain 1 %         Hoechst, Frankfurt 
Papain          Sigma Aldrich, Steinheim 
Paraformaldehyd         Riedel-de Haën, Seelze 
Pepsin          Sigma Aldrich, Steinheim 
Percoll          Biochrom, Berlin 
Phosphate buffered saline       Fluka, Buchs (CH) 
RPMI 1640 Medium        Gibco, Karlsruhe 
Siriusrot F3BA         Chroma, Konegen 
Streptomycinpenicillin        PAN Biotech, Aidenbach 
TEMED          Roth, Karlsruhe 
TGF-ß1          R&D Systems, Wiesbaden 
Thimerosal          Roth, Karlsruhe 
Tissue-Tek          Sakura, Zoeterwoude (NL) 
Toluidin Blau O         Sigma Aldrich, Steinheim 
TRIS           Roth, Karlsruhe 
Triton X-100         Sigma Aldrich, Steinheim 
Trypanblau          Sigma Aldrich, Steinheim 
TWEEN 20         Sigma Aldrich, Steinheim 
Tyrodessalz         Sigma Aldrich, Steinheim 
Wasserstoffperoxid        Merck, Darmstadt 




Xylol           Merck, Darmstadt 
Ziegenserum         Gibco, Karlsruhe 
 
2.2 Puffer und Lösungen 
ABC-Komplex (Vector Elite Standard Kit) 
TRIS-Puffer 0,1 M pH 7,0 2,5 ml 
+ 1 Tropfen Lösung A ~ 40 µl 
+ 1 Tropfen Lösung B ~ 40 µl 
30min bei RT inkubieren 
 
Blockingpuffer 
TRIS 0,2 M (0,08 M) 120 ml 
NaCl (0,8 %)  2400 mg 
Triton X-100 (0,8 %) 60 ml 
A.d.    60 ml 
Zu 8 ml  Puffer je 1 ml FCS und 1 ml Ziegenserum hinzufügen. 
 
DAB-Stammlösung 
Lösung A: 50 mg BSA in 25 ml A.d. lösen (= 0,2 %) 
Lösung B: 250 mg DAB in 25 ml A.d. lösen (= 1 %) 
Lösungen A und B zu gleichen Teilen mischen (= DAB 0,5 %, BSA 0,1 %). 
 
DAB-Arbeitslösung 
m-PBS (0,1 M)  4500 µl 
DAB/BSA   500 µl 
Ni/Co Stammlösung 120 µl 
H2O2 30 %   3 µl 
 
Gelatinelösung zur Beschichtung der Objektträger 
H2O          50 ml 
Gelatine Type A Porcine Skin 300 m Bloom Nr.G1890 0,75 g 
Chromalaun Type 90-110 Bloom Sigma    0,05 g  




Gelatine im kalten Wasser quellen lassen, bis zum vollständigen Auflösen leicht erwär-
men und nach Erkalten der Lösung Chromalaun und Glutaraldehyd zugeben. 
 
m-PBS-Puffer (10x, 1 M) 
Gebrauchslösung 1 + 9 mit A.d. verdünnen 
K2HPO4 x 3 H2O  47,2g MW 
NaH2PO4 x H2O  6,6 g MW 
NaCl    36,0 g MW 
In ca. 300 ml A.d. lösen, dann auf 500 g mit A.d. auffüllen, pH muss dann zwischen 7,0 
und 7,4 liegen. 
 
McIllvaine-Puffer 
Lösung A: 0,1 M Citronensäure 21 g ad 1l A.d. MW 
Lösung B: 0,2 M NaH2PO4  35,6 ad 1l A.d. MW 
67,8 ml Lösung A + 32,2 ml Lösung B, pH 3,6 kontrollieren. 
 
Ni/Co-Stammlösung 
Lösung A: NiCl2  500 mg   Lösung B: BSA  50 mg 
  CoCl2 25 mg     H2O  25 ml 
  H2O  25 ml 
Lösungen A und B zusammengeben. 
 
Pepsin-Andaulösung 
1 mg Pepsin in 1 ml McIlvaine-Puffer pH 3,6 gelöst (= 0,1 %) 
 
Standardfixans 
Paraformaldehyd (f.c. 4 %) 10 g 
Phosphatpuffer 0,2 M  125 ml 
ad 250 ml A.d. 








TRIS-Puffer 0,2 M 
TRIS base 24,228 g 
A.d.  900 ml 
mit HCL auf pH 7,0 titrieren, ad 1000 ml mit A.d. 
 
Tyrodes Lösung 
Tyrodes Salz    9,73 g 
NaHCO3    0,2 g 
Streptomycin-Penicillin 10 ml 
H2O     990 ml 
 
Waschpuffer (Immunohistochemie) 
TRIS 0,2 M 780 ml 
A.d.   2220 ml 
  NaCl   24,96 g 
 
2.3 Medien  
Ascorbinsäure: 0,0794 g Ascorbinsäure in 20 ml Tyrodes Lösung 
Dexamethason Stocklösung: 0,00392 g Dexamethason in 10 ml 100 % Ethanol 
Dexamethason Gebrauchslösung: 200 µl Stocklösung in 19,8 ml DMEM low glucose 
Prolin: Stocklösung 40 mg/ml in PBS, steril filtriert 
Triiodthyronin: 1 mg T3 in 1 ml 1 M NaOH + 13,86 ml PBS 
 
MSC-Medium zum Ansetzen der Aggregate 
DMEM Low Glucose (1 g/l) 
FCS   + 10 % 
Pen/Strep  + 1 % 









Differenzierungsmedium chondrogen  Differenzierungsmedium hypertroph 
DMEM High Glucose (4,5 g/l)   DMEM High Glucose (4,5 g/l) 
L-Prolin  + 40 µg/ml    + 40 µg/ml 
Ascorbinsäure  + 50 µg/ml    + 50 µg/ml 
Dexamethason + 100 nM    - 
ITS 3   + 1 %      + 1 % 
Pyruvat  + 1 mM    - 
TGF   + 10 ng/ml    - 
Triiodthyronin -     + 1 nM 
 
2.4 Enzyme und Antikörper 
Anti CD31 Clone MEC 13.3 550274     BD Pharmingen, Heidelberg 
Goat-anti-mouse-biotin IgG 115-065-003    Dianova, Hamburg 
Ziege anti mouse IgG  115-007-003     Jackson Immunoresearch,  
Westgrove (USA) 
Coll I Clone: Coll-1 Nr.C2456      Sigma Aldrich, Steinheim 
Coll II Clone: Coll-II-4C11 Nr. CP18     Calbiochem, Darmstadt 
Coll X Clone: X53 Nr. 031501005      Quartett, Berlin   
Collagenase         Roche Diagn., Mannheim 
Hyaluronidase         Sigma Aldrich, Steinheim 
Pepsin hog stomach        Sigma Aldrich, Steinheim 
Trypsin-EDTA         Gibco, Karlsruhe  
       
2.5 Kits 
ABC-Kit          Vectorlabs, Grünberg 
DuoSet ELISA Development Kit für human VEGF    R&D Systems, Wiesbaden 
PKH67 Green Fluorescent Cell Linker Kit    Sigma Aldrich, Steinheim 
 
2.6 Zellmaterial und Tiere 
BALB/c nu/nu Mäuse,10 Wochen alt, männlich   Charles River, Sulzfeld 





2.7 sonstiges Biomaterial 
Hyaluronsäurebenzylester-Gelatine-Kompositmatrices (Typ ECM 136) mit 5 mm Durchmes-
ser, 4 mm Höhe und einer Porengröße von 350-450 µm wurden nach einem laboreigenen, 
patentierten Verfahren (EU Patent Nr. PCT/EP99/09444) hergestellt. Sämtliche im Versuch 




Bio-Dot Apparatus        BioRad, München 
Brutschrank CO2 Heracell 240      Heraeus, Hanau 
Calimatic pH-Meter 766       Knick, Berlin 
Centrifuge 5415 R        Eppendorf, Hamburg 
EMax Microplate Reader       MWG Biotech, Ebersberg 
Fluoreszenzlampe EBQ 100 dc-z      Leistungselektronik Jena 
Fluoreszenzmikroskop HBO100      Leitz, Wetzlar 
Fluoreszenz ELISA Reader Fusion      Canberra P., Schwandorf 
KL 1500 LCD Kaltlichtquelle      Zeiss, jena 
Kryostat HM 500 OM        Microm, Berlin 
Melatronic 23 Autoclav       Melag, Berlin 
Microtom HM360        Microm, Berlin 
Mikroskope: Dialux 20EB      Leitz, Wetzlar 
Optical Tech      Optech, Toronto (CA) 
   Fluovert FU      Leitz, Wetzlar 
   Axiotech Vario      Zeiss, Oberkochen 
Mikroskopkamera DMC 2       Polaroid, Offenbach 
Multipette plus         Eppendorf, Hamburg 
Neubauer Zählkammer        Brand, Giessen 
Operationsbesteck        Aesculap Braun, Melsungen 
Pipet boy acu         IBS Integra Biosciences 
Präzisionswaage BP 21 S       Sartorius, Göttingen 
Reaktionsgefäße         Eppendorf, Hamburg 
Schüttler IKA-Vibrax VXR       IKA Labortechnik, Staufen 




           Hövel 
Sony 3CCD Color Video Camera      Sony 
Sterilbank          Heraeus, Hanau 
SVHS Video Recorder        Panasonic, Osaka (JPN) 
Vortex Genie 2         Roth, Karlsruhe 
Waage EG 600-2M        Kern, Ballingen-Frommern 
Wasserbad          Julabo, Seelbach 
Wärmeplatte Monotherm       H+P Labortechnik, Ober- 
           schleißheim 
Zentrifuge Multifuge 3S-R       Heraeus, Hanau 
 
2.9 Verbrauchsmaterial 
Bepanthen Augen- und Nasensalbe      Roche, Grenzach-Wyhlen 
Combitips plus         Eppendorf, Hamburg 
Deckgläser          Roth, Karlsruhe 
Kanülen          Falcon, Heidelberg 
Kompressen         Hartmann, Heidenheim 
Kryoröhrchen         Nunc, Naperville 
Nahtmaterial: Prolene 4-0       Ethicon, Norderstedt 
Vicryl 3-0       Ethicon, Norderstedt 
Pipetten, Costar Stripette       Corning, Corning (USA) 
Pipettenspitzen epTips filter       Eppendorf, Hamburg 
Polypropylen Zentrifugenröhrchen      NeoLab, Heidelberg 
Sugi Tupfer         Kettenbach, Eschenburg 
Skalpelle          Feather Safety Razor 
Co.,Osaka (JPN) 
Sterilfilter          Sartorius, Göttingen  
Wheaton Shorty Vials        NeoLab, Heidelberg 
Wheaton Schraubverschlüsse      NeoLab, Heidelberg 
Zellkulturflaschen        Sarstedt, Nümbrecht 
Zellkulturschalen         Falcon, Heidelberg 






Image J 1.44j         NIH, (USA) 
Magellan v6.5          Tecan Trading AG (CH) 
ARKulator          Dako Cytomation (USA) 
Microsoft Office 2011 für Mac      Microsoft Deutschland  
           GmbH, Unterschleißheim 







3.1 Übersicht Versuchsplanung 
 
 
Abbildung 3-1 Schema Versuchsaufbau 
 
 








3.2.1 Zellgewinnung und Aufbereitung 
Die während des gesamten Versuchs verwendeten mesenchymalen Stammzellen wurden von 
Patienten der Abteilung für Unfallchirurgie am Universitätsklinikum Regensburg gespendet, 
bei denen eine Beckenkammpunktion als regulärer Bestandteil eines elektiven Eingriffs 
durchgeführt wurde. Dieses Vorgehen wurde durch eine Ethikkommission genehmigt, die 
schriftliche Einwilligungserklärung der Spender nach entsprechender Aufklärung über die 
zusätzliche Entnahme und den Verwendungszweck des Zellmaterials liegt vor.  
Das durch eine Punktion nach Jamshidi gewonne Aspirat von 20 ml Knochenmark wurde un-
verzüglich in das Zellkulturlabor verbracht, in DMEM-low Glucose Medium bei 4 ºC gelagert 
und dort maximal 6 h nach der Entnahme unter sterilen Bedingungen aufbereitet. Die Aufrei-
nigung erfolgte mittels Ficoll-Separation. Dazu wurde das Zellgemisch 30 min lang bei 800 g 
zentrifugiert und die Phase mononukleärer Zellen mit Hilfe einer Pipette vom übrigen Punktat 
isoliert. Es erfolgte das Ausplattieren der Zellen in Kulturflaschen (entsprechend 3.2.1 Expan-
dieren der Zellen). Bei einer Konfluenz von 80 % wurden die Zellen nach der ersten Passage 
vom Flaschenboden gelöst und nach lichtmikroskopischer Auszählung in der Neubauerzähl-
kammer aliquotiert und für die weitere Verwendung kryokonserviert.  
Um eine Beschädigung der Zellen zu verhindern, wurde diesen zuvor FCS im Verhältnis 1:1 
zugefügt und im Anschluss direkt vor dem Einfrieren 10 % DMSO zugesetzt. Es handelt sich 
demzufolge um native Zellen, die vor der eigentlichen Verwendung im Versuch noch passa-
giert wurden. 
 
3.2.2 Auftauen und Expandieren der Zellen 
Die kryokonservierten mesenchymalen Stammzellen wurden von -80 ºC zunächst in einem 
Wasserbad kurz erwärmt, bis der Großteil des Inhalts verflüssigt war. Nach sorgfältiger Desin-
fektion des Kryoröhrchens wurde dessen gesamter Inhalt in ein DMEM Low Glucose Medi-
um überführt und bei 1000 g zentrifugiert. Der Überstand wurde abgesaugt und das Zellpellet 
in 1 ml pro 2x106 Zellen des zuvor verwendeten Mediums resuspendiert. Die Gesamtzellzahl 
sowie der prozentuale Anteil toter Zellen wurden lichtmikroskopisch unter Zugabe von 
Trypanblau (1:1) in der Neubauerzählkammer bestimmt (siehe 3.2.6). 
Daraufhin wurden je 200.000 Zellen in einer 75 cm2 Falcon Zellkulturflasche ausgesät und 
fortan bei einer Temperatur von 37 ºC und einer wasserdampfgesättigten Umgebung mit 5 % 




war, wurde das DMEM Low-Gluc Medium zweimal pro Woche erneuert. Dies wurde bis zum 
Erreichen einer Konfluenz von ca. 80 - 90 % fortgesetzt, sodass am Ende der Proliferations-
phase (2. Passage) durchschnittlich 1x106 Zellen pro Zellkulturflasche zur Verfügung standen. 
 
3.2.3 Auswahl des geeigneten Zellmaterials 
Aus den vorhandenen Kryokonservaten wurden vor Beginn des Versuchs die Zellen fünf ver-
schiedener junger Spender hinsichtlich ihrer Hypertrophierungsfähigkeit getestet. Dazu wur-
den die jeweiligen Zellen nach erfolgreicher Proliferation vom Boden der Zellkulturflaschen 
gelöst, um anschließend in Form von Aggregaten mit Differenzierungsmedien kultiviert wer-
den zu können.  
Zum Ansetzen der Aggregate wurde zunächst das Proliferationsmedium abgesaugt und mit 
PBS-Dulbecco vollständig ausgewaschen. Zum Ablösen des Zellrasens wurden pro Flasche   
3 ml Trypsin EDTA verwendet, dessen Wirkung nach lichtmikroskopischer Kontrolle der 
vollständigen Zellablösung durch Zugabe von 10 ml des FCS haltigen Low-Glucose Mediums 
abgestoppt wurde. Das resuspendierte Zellmaterial wurde in einem 50 ml Falcon Röhrchen 
über 10 min mit 1000 U zentrifugiert, der Überstand abgesaugt und das Zellpellet in 1 ml pro  
2x106 Zellen High-Glucose Medium aufgenommen. Nach Bestimmung der Lebendzellzahl 
mit der Neubauerzählkammer unter Zugabe von Trypanblau (1:1) (siehe 3.2.6) wurde die 
Zellsuspension erneut mit 1000 U für 10 min zentrifugiert. Darauffolgend wurden die Zellen 
in 350 µl Differenzierungsmedium pro 200.000 Zellen aufgenommen und jeweils 200.000 
Zellen in ein Well einer 96 Well-Zellkulturplatte (V-förmig) pipettiert, die dann für 5 min bei 
2000 U zentrifugiert wurden.  
Sämtliche Aggregate wurden unter den genannten Zellkulturbedingungen zunächst 14 Tage 
mit einem chondrogenen Differenzierungsmedium und im Anschluss daran die Hälfte von 
ihnen noch weitere 14 Tage mit einem hypertrophieinduzierenden Medium kultiviert. Ein 
Medienwechsel fand dreimal pro Woche in regelmäßigen Abständen statt. Zur histologischen 
Beurteilung wurden die Aggregate nach der Entnahme aus den Zellkulturplatten unverzüglich 
für 1 h in Standardfixans aufgenommen, danach für 20 min in Phosphatpuffer 0.1 M gegeben 
und jeweils für 1 h zunächst in eine 10 % dann in eine 20 % Saccharoselösung überführt und 
im Anschluss in einer 30 % Saccharoselösung über Nacht im Kühlschrank belassen. Am Fol-
getag wurde der Überstand abgesaugt, das Zellaggregat mit Tissue Tek bedeckt und erneut 
über Nacht im Kühlschrank aufbewahrt. Am folgenden Tag wurde das Aggregat für die Bear-




Stickstoff als Block auf einer Schnitthalterung fixiert. Die Kryoschnitte wurden auf Objekt-
trägern getrocknet, die zuvor mit einer Gelatinelösung präpariert wurden. Anschließend wur-
den sie mit DMMB und einem Kit zum Nachweis der Alkalischen Phosphatase angefärbt.  
 
3.2.4 Beimpfen der Tissue-Engineering Matrices 
Zur späteren Implantation der Zellen in die Maus mussten diese in einer Hyaluronsäure-
benzylester-Gelatine-Kompositmatrix immobilisiert werden. Dabei wurde eine eigens dieser 
Verwendung zugedachte sterile Tissue-Engineering-Matrix mit 5 mm Durchmesser und 4 mm 
Höhe eingesetzt, die eine patentierte Eigenentwicklung des Labors ist. Zur Vorbereitung wur-
den die mesenchymalen Stammzellen eines im Vorversuch ausgewählten Spenders am Ende 
der Proliferierungsphase vom dichtbesiedelten Zellkulturflaschenboden abgelöst. Dazu wurde 
zunächst das Proliferationsmedium abgesaugt und mit PBS-Dulbecco vollständig ausgewa-
schen. Pro Flasche wurden dann 3 ml Trypsin EDTA hinzugegeben, dessen Wirkung nach 
lichtmikroskopischer Kontrolle der vollständigen Zellablösung durch Zugabe von 10 ml des 
FCS-haltigen Low-Glucose Mediums abgestoppt wurde. Das resuspendierte Zellmaterial 
wurde in einem 50 ml Falcon Röhrchen über 10 min bei 1000 U zentrifugiert, der Überstand 
abgesaugt und das Zellpellet in 1 ml pro 2x106 Zellen High-Glucose Medium aufgenommen. 
Nach Bestimmung der Lebendzellzahl (siehe 3.1.3 Lebendzellzahlbestimmung) wurde die 
Zellsuspension erneut mit 1000 U für 10 min zentrifugiert. Das Medium wurde abgesaugt, 
High Glucose Medium hinzugegeben, sodass eine Konzentration von 106 Zellen pro 50 µl 
vorlag. Zum Beimpfen des porösen Materials (Porengröße 350 - 430 µm) wurde zuvor eine 
Konstruktion aus einer modifizierten 100 µl Eppendorfpipettenspitze als Adapter für die Pi-
pette und einer stumpfen 23 G x 1/2 Kanüle autoclaviert. Diese wurde an zentraler Position in 
die Matrix eingeführt, sodass durch mehrmaliges Auf- und Abpipettieren von 50 µl pro Matrix  
eine homogene Verteilung bei minimaler Destruktion des Trägermaterials erreicht werden 
konnte. Daraufhin wurden die zentralständigen Wells einer 24-Well-Platte mit jeweils einer 
Matrix bestückt, die randständigen Wells zur Aufrechterhaltung der Umgebungsfeuchte mit 
PBS Puffer befüllt und für 1 h im Brutschrank inkubiert. Durch diesen Schritt wurde ein so-
fortiges Herauswaschen der Zellen aus der Matrix bei der späteren Befüllung mit 1 ml chond-







Die Differenzierung von MSC im Zell-Matrix-Konstrukt fand entsprechend der zuvor an Ag-
gregaten erprobten Methode über 14 Tage ausschließlich mit chondrogenem Medium statt. 
Danach wurde eine Hälfte weiterhin mit chondrogenem Medium, die andere Hälfte mit einem 
hypertrophieinduzierendem Medium behandelt. Zusätzlich wurden in diesem Versuchsteil 
Zellkulturmedienüberstände in regelmäßigen Abständen zur späteren ELISA Analyse bei          
-80 °C konserviert. 
 
3.2.6 Lebendzellzahlbestimmung 
Um die tatsächliche Anzahl von 106 Zellen pro Matrix zu erreichen, wurde vor der Beimpfung 
eine Kontrolle der Lebendzellzahl durchgeführt. Dazu wurden jeweils 50 µl Trypanblau zu  
50 µl des resuspendierten Zellmaterials hinzugegeben. Während lebende Zellen eine intakte 
Zellmembran aufweisen, die für den Farbstoff kaum permeabel ist, verfügen tote Zellen über 
eine degenerativ perforierte Zellmembranstruktur, durch die das Trypanblau in die Zelle ein-
dringen kann, sodass sie in der mikroskopischen Einstellung identifizierbar wird. 











3.3.1 Implantation der Zell-Matrixkonstrukte und Rückenhautkammern 
Die Matrices wurden am Tag 28 nach Beimpfung implantiert und hatten bis dahin eine voll-
ständige chondrogene bzw. hypertrophe Differenzierungsphase durchlaufen. Darüber hinaus 
diente die Implantation zellfreier Matrices als Kontrollgruppe. 
Einen Tag vor dem Einbringen des Zell-Matrix-Konstrukts wurden die Versuchstiere für die 
Implantation präpariert, indem eine Rückenhautfalte mit einer Beobachtungskammer aus Ti-
tan fixiert wurde.   
Die Versuchstiere waren zum Zeitpunkt der Implantation 10 Wochen alte ausschließlich 
männliche BALB/c nu/nu Mäuse, die als Voraussetzung für die Operation ein Mindestgewicht 
von 22 g aufweisen mussten. Leichtere Mäuse dienten später als Erythrozytenspender für die 
Fluoreszenzmarkierung. Die Tiere wurden von Beginn an isoliert gehalten, um zu verhindern, 
dass sie sich gegenseitig Verletzungen der Haut zufügen, die Vernarbungen oder Entzün-
dungsreaktionen hätten hervorrufen können. Im Wärmeschrank untergebracht erhielten sie 
eine speziesspezifsche Standarddiät und Leitungswasser ad libitum bei einem 12 h hell-
dunkel-Rhythmus. 
Im Voraus wurden die verwendeten Titankammern samt Deckgläsern autoclaviert, ebenso 
wurde mit sterilen mikrochirurgischen Instrumenten gearbeitet. Die Operationsbedingungen 
bedurften hingegen keiner Asepsis und konnten im Tier-OP unter Nutzung eines Stereomikro-
skops durchgeführt werden. [87]  
Für das Procedere wurden die Mäuse eingangs mit einer intraperitonealen Injektion von Xyla-
zin und Ketamin (0,1 ml Xylazin 2 %, 0,4 ml Ketamin 10 % ad 1 ml NaCl) unter Erhalt der 
Spontanatmung analgosediert. Die Hornhaut des Auges wurde mit Augensalbe vor Austrock-
nung geschützt und die Maus mit einer Unterlage aus Kompressen auf eine Wärmeplatte ge-
bettet. Die Atmung der Maus wurde visuell überwacht und bei Interventionsbedarf Sauerstoff 
durch einen vorgehaltenen Schlauch zugeführt. Bei ausreichender Narkosetiefe wurde zu-
nächst eine Rückenhautfalte mittig durch zwei Nähte fixiert, wobei sich die Faltenbildung an 
der deckungsgleichen Ausrichtung der Gefäßstrukturen beider Seiten in der Diaphanoskopie 
orientierte. Nachdem diese Nähte der Straffung der Haut für die weiteren Schritte dienten, 
wurde im Folgenden der hintere Teil der Titankammer durch zwei mediale Nähte fixiert (siehe 
Abb. 3-2). Um eine direkte Sicht auf  die subcutanen Blutgefäße zu erhalten, wurde eine Aus-
sparung in Größe der Kammerfensterung in die zugewandte Hautfaltenseite geschnitten und 




Schonung der darunterliegenden Gefäßstrukturen entfernt. Im Anschluss wurde der erste Teil 
der Kammer an der abgewandten Seite angepasst und durch eine zweifache Annaht an der 
Haut fixiert. Darauf wurde die Kammervorderseite aufgesetzt und durch jeweils zwei mediale 
und laterale Nähte durch Haut und Kammerhinterseite sowie durch zwei Schraubenmuttern 
fixiert. Zuletzt wurde das Beobachtungsfenster durch ein Deckglas unter Ausschluss von 
Luftblasen verschlossen. Dieses konnte am darauffolgenden Tag zum Einbringen der Matrix 
erneut geöffnet werden. 
 
 
Abbildung 3-2 Ansicht Rückenhautkammer 
 
3.3.2 Intravitalmikroskopie 
Die intravitalmikroskopischen Beobachtungen wurden vom Zeitpunkt der Matriximplantation 
an täglich durchgeführt und mit Hilfe eines Kamerasystems in Snapshottechnik in 5x und 10x 
Vergrößerung zur späteren Auswertung dokumentiert. Dazu wurden die Mäuse in Plexiglas-
röhren immobilisiert, die in eine Vorrichtung am Mikroskop gespannt werden konnten. Eine 
Sedierung war für das Mikroskopieren nicht notwendig, da sich die Mäuse ihrem Instinkt fol-
gend bei leichter Verdunklung eigenständig in die Röhren bewegten, sodass diese lediglich so 
positioniert werden mussten, dass Rückenhautkammern in die vorgesehene Schlitzung ge-
langten. 
Je nach Verlauf wurden die Beobachtungen bis maximal 12 Tage durchgeführt und die Maus 






3.3.3 Bestimmung der Gefäßdichte und –funktionalität 
Nach Abschluss des Beobachtungszeitraums wurde das gewonnene Bildmaterial manuell aus-
gewertet. Unter Verwendung des Programms ImageJ wurde nach Eingabe der am Mikroskop 
eingestellten Parameter eine Fläche (mm2) sowie die Gesamtlänge (mm) der darin verlaufen-
den Gefäße gemessen. Aus diesen beiden Größen wurde die Gefäßdichte in (mm/mm2 oder 
mm-1)  errechnet und ein Vergleich im zeitlichen Verlauf angestellt. Die beiden zu analysie-
renden Flächen wurden nach Sichtung des Materials wie folgt festgelegt: Der Bereich zwi-
schen Matrixrand und einem Abstand von 50 µm wurde als Angiogenesezone definiert und 
zum Vergleich die gesamte einsehbare Fläche jenseits des Matrixabstands von 50 µm zur Dar-
stellung des allgemeinen Gefäßstatus in der Kammer herangezogen. Diese Bereiche sind in 
Abb. 3-3 als Angiogenesezone und Restfläche mitsamt den Vermessungsmarken dargestellt. 
 
 




Angiogenesezone mit Gefäßmarkierungen 
Grenze Angiogenesezone / Restfläche 
 
Restfläche mit Gefäßmarkierungen 
 
Abbildung 3-3 Schema zur Vermessung der Gefäßdichte, 2,5x Vergrößerung,                        





Zur Beurteilung der Gefäßfunktionalität wurden einzelnen Tieren fluoreszenzmarkierte Eryth-
rozyten in die Schwanzvene injiziert. Daraufhin zirkulierten sie der natürlichen Abbauzeit 
eines Erythrozyten entsprechend fortan bis  zum Versuchsende im Gefäßsystem der Maus und 
konnten unter Verwendung eines Fluoreszenzmikroskops und einer Fluoreszenzlampe sicht-
bar gemacht werden. Diese Beobachtung wurde sowohl in Einzelbildern als auch als Video-
aufnahme dokumentiert. Zur Gewinnung von Erythrozyten dienten nichtoperierte Balb/c 
nu/nu Mäuse gleichen Alters, deren Vena Cava inferior unter Narkose mit einer heparinisier-
ten 27 G Kanüle punktiert wurde. Im Anschluss wurden die betäubten Tiere durch zervikale 
Dislokation getötet und das Punktat mit PBS Puffer bei 1500 U zentrifugiert, zweimal unter 
erneuter Zentrifugation mit PBS Puffer gewaschen. Nach erfolgreicher Isolierung der Eryth-
rozyten wurden diese mit dem Fluoreszenzfarbstoff PKH67 aus dem Green Fluorescent Cell 
Linker Kit von Sigma markiert. Drei Waschungen mit PBS Puffer unter Zentrifugation bei 
1500 U / min folgten, woraufhin die Erythrozytenkonzentration durch Auszählung in der 
Neubauerkammer ermittelt wurde und somit die Anzahl von 100 x 106 markierte Erythrozyten 
pro Tier in die Schwanzvene injiziert wurden. 
 
3.4 Analyse des gewonnen Materials 
3.4.1 Histologie 
3.4.1.1 Gewebeaufbereitung 
Die im Vorversuch angelegten Aggregate sowie die Matrices, die nach Abschluss der Zellkul-
turphase lediglich als histologische Kontrolle vor Implantation der restlichen Matrices in die 
Maus dienten, wurden im ersten Schritt für 60 min mit Standardfixans ohne Glutaraldehyd  
fixiert. Dieses wurde im Anschluss für 20 min mit einem 0,1 M Phosphatpuffer ausgewaschen 
und die Proben für jeweils 1 h in einer aufsteigenden Saccharose-Reihe (10 %, 20 % und  
30 %) fixiert. Für Matrices betrug die Dauer dieser Arbeitsschritte aufgrund ihrer Größe im 
Vergleich zu den Aggregaten jeweils das Dreifache der vorangegangenen Zeitangaben. An-
schließend wurde die 30 %-ige Saccharose bis auf einen kleinen Rest abgenommen und mit 
Tissue Tek bedeckt über Nacht im Kühlschrank belassen. Zuletzt wurden die Proben in reines 
Tissue Tek eingebettet, das mit dem Boden der Gießvorrichtung in flüssigen Stickstoff einge-
führt wurde und durch die Temperatureinwirkung aushärtete. 
Bei den Matrices, die bei Versuchsende aus der Maus entnommen wurden, wurde im Hinblick 




hier unverzüglich nach der Entnahme die Einbettung mit Tissue Tek und die anschließende 
Aushärtung in flüssigem Stickstoff. 
Mit dem Gefriermikrotom wurden Schnitte mit einer Schichtdicke von 12 µm angefertigt, auf 
die zuvor mit Gelatine präparierten Objektträger übertragen und bei Raumluft unter dem Ab-
zug getrocknet.  
 
3.4.1.2 DMMB (Dimethylmethylenblau) 
Die DMMB-Färbung ermöglicht den qualitativen Nachweis von Glycosaminoglycanen in der 
extrazellulären Matrix, die durch eine Komplexbildung mit Methylenblau in violetter Färbung 
dargestellt werden. 
Im ersten Schritt wurden die ausgewählten Schnitte für 5 min in Aqua dest. rehydriert und 
Tissue Tek ausgewaschen. Anschließend wurde die Glasküvette mit den Schnitten unter dem 
Abzug in 0,1 % DMMB umgesetzt und dort für ebenfalls 5 min belassen. Es folgte ein mehr-
maliges Auswaschen des nichtgebundenen Methylenblau mit Aqua dest., sowie die schrittwei-
se Dehydrierung in einer aufsteigenden Propanolreihe (2 x 5 min 90 %, 2 x 5 min 96 %,  
2 x 5 min 100 %) sowie zuletzt 2 x 5 min in Xylol. Abschließend wurden die Schnitte mittels 
DePex und einem Deckglas luftfrei eingeschlossen.  
 
3.4.1.3 Alkalische Phosphatase 
Der qualitative Nachweis der alkalischen Phosphatase (AP) als Hypertrophiemarker wurde 
mit dem Alkaline Phosphatase Diagnostic Kit durchgeführt. Begonnen wurde dazu ebenfalls 
mit dem Auswaschen von Tissue Tek aus den Schnitten durch Aqua dest. Währenddessen 
wurden 1 ml der Natrium Nitrit Lösung mit 1 ml der FBB-Alkaline-Lösung für 2 min bei 
Raumtemperatur inkubiert und daraufhin in 45 ml Aqua dest. aufgenommen. Bevor die rehy-
drierten Schnitte für 15 min mit dieser Lösung bestückt wurden, wurde noch 1 ml der Naphtol 
AS-BI Alkaline Solution hinzugefügt. Dieser Schritt erfolgte aufgrund der Lichtempfindlich-
keit der Lösung unter einer Abdeckung. Danach wurden die Schnitte zweimal mit Aqua dest. 
gespült und zur Gegenfärbung 2 min mit der Neutral Red Solution inkubiert. Abschließend 
wurden die Schnitte erneut zweimal mit Aqua dest. gespült und zunächst mit Karion wässrig 
eingedeckelt, bevor am folgenden Tag der Einschluss mittels Deckglas und DePex erfolgte 






Zur qualitativen Detektion von Markern der chondrogenen und hypertrophen Differenzierung 
wurden das Vorkommen und die Verteilung von Kollagen I, II und X in den entnommenen 
Geweben immunhistochemisch erfasst. Die Erfassung von Gefäßstrukturen erfolgte mittels 
CD31-Färbung. 
Dabei wurde ein gegen das zu untersuchende Antigen gerichteter Primärantikörper eingesetzt, 
der entweder selbst biotinyliert war, oder in Kombination mit einem passenden biotinylierten 
Sekundärantikörper verwendet wurde. Letzterer bindet an das Fc-Fragment des Primäranti-
körpers. Durch die Kopplung an Biotin, das wiederum eine hohe Affinität für Avidinstruktu-
ren aufweist, gelingt es, das Signal in der Farbreaktion zu verstärken und so lichtmikrosko-
pisch sichtbar zu machen.  Diese Farbreaktion kommt durch die enzymatische Spaltung des 
Chromogens DAB durch die streptavidingebundenene Meerettichperoxidase zustande.  
 
3.4.2.1 Kollagen Typ I, II und X  
Das Vorgehen für die immunhistochemische Färbung von Kollagen I, II und X unterschied 
sich abgesehen von der Verwendung unterschiedlicher Antikörper nur geringfügig. 
Zu Beginn wurden die Schnitte für 10 min in Waschpuffer rehydriert, für 30 s in Standardfix-
ans fixiert und erneut 5 min in Waschpuffer gewaschen. Zum Blockieren der endogenen Per-
oxidasen wurden die Schnitte für 30 min in 3 % H2O2 / 10 % MetOH und PBS inkubiert und 
wiederum 5 min in Waschpuffer gegeben. Von dort erfolgte das luftblasenfreie Einspannen 
der Objektträger in Einzelhalterungen, sodass die Bestückung der Schnitte genauer dosierbar 
war und gleichzeitig ein Austrocknen verhindert wurde. Erst nach sorgfältiger Prüfung der 
Dichtigkeit der Apparaturen durch erneutes Spülen mit je 1 ml Waschpuffer, wurden pro 
Schnitt 150 µl der Pepsinandaulösung hinzugefügt. Diese wurde nach 15 min durch dreimali-
ges Auswaschen mit Waschpuffer entfernt und die Objektträger aus den Halterungen für       
30 min in einer Glasküvette mit 1 % Triton X-100 in PBS inkubiert. Die Objektträger wurden 
daraufhin wieder in die Halterungen gespannt und für 1 h mit je 150 µl Fab-Blockingpuffer 
bestückt. Es erfolgte die Postfixation für 30 s in Standardfixans in der Glasküvette sowie        
5 min im Waschpuffer, mit dem die Objektträger erneut eingespannt wurden. Im nächsten 
Arbeitsschritt wurden die biotinylierten Primärantikörper sowie MOPC21 für die Isotypkon-




Für die Berechnung der Konzentrationen von Antikörper, Diluens, Biotinylierungsreagenz 
und Blockingreagenz in Abhängigkeit der zu färbenden Schnitte wurde die zum verwendeten 
DakoKit gehörige Software „ARKulator, Dako Cytomation“ genutzt. 
Verwendete Primärantikörper:  
Coll I: Mouse anti human IgG, 1:20,  
Coll II: Mouse anti human IgG 1:10 
Coll X: Mouse anti human IgG 1:50 
Im Gegensatz zu den Primärantikörpern für Kollagen I und II wurde der Antikörper für Kol-
lagen X über Nacht bei 4 °C belassen und erst danach ausgewaschen und das Protokoll fort-
gesetzt. Bei den Färbungen Kollagen I und II hingegen wurden die Schnitte bereits nach  
15 min Inkubationszeit mit Waschpuffer gewaschen und für 1h mit 150 µl pro Schnitt ABC-
Komplex inkubiert. Danach wurden die Objektträger aus den Halterungen entnommen, in 
Waschpuffer aufgenommen und zur Entwicklung mit DAB unter dem Abzug positioniert. Die 
Schnitte wurden dazu aus der Küvette herausgenommen, waagrecht aufgelegt und der Schnitt 
vollständig mit der DAB-Arbeitslösung bedeckt. Die Farbreaktion wurde soweit nicht bereits 
makroskopisch sichtbar, mikroskopisch kontrolliert, das DAB nach Entsorgungsvorschrift 
entfernt und die Schnitte im Waschpuffer gesammelt. Es folgte die aufsteigende Propanolrei-
he, Xylol und die Eindeckelung mit DePex. 
 
3.4.2.2 CD31   
CD31, oder auch PECAM-1 (Platelet Endothelial Cell Adhesion Molecule-1) ist ein auf allen 
kontinuierlichen, nicht jedoch auf diskontinulierlichen Endothelzellen exprimiertes Trans-
membranprotein, [15, 94] das zum Nachweis von Gefäßen geeignet ist. [95] Da es sich bei 
den nachzuweisenden Strukturen um Gefäße handelt, die vom Spenderorganismus, der Maus, 
in die Matrix einwachsen, wurde ein Rat-anti-mouse-Primärantikörper verwendet.  
Entsprechend den Herstellerangaben war eine vorangegangene Formaldehyd-Fixierung des 
Gewebes zwar geeignet für eine spätere Verwendung des CD31-Antikörpers, [15] Vorerfah-
rungen in der Arbeit mit dem spezifischen Antikörper zeigten jedoch bessere Ergebnisse bei 
einem Verzicht auf Formaldehyd. Deshalb wurde zunächst vollständig auf eine Fixierung ver-
zichtet und die Einbettung im Tissue Tek Block mit flüssigem Stickstoff unmittelbar nach der 
Entnahme durchgeführt. Die benötigten Schnitte für den Versuch wurden daher erst am Tag 
der Färbung am Kryotom angefertigt. Im Gegensatz zu den anderen immunhistochemischen 




zichtet werden, sodass stattdessen eine Aceton/Chloroformfixierung durchgeführt wurde. Da-
zu wurde Aceton im Voraus auf Eis gekühlt und die Schnitte nach kurzem Antauen unter dem 
Abzug für 5 min in einer mit Parafilm abgedichteten Glasküvette mit 100 % Aceton belassen. 
Es folgten 5 min in Aceton/Chloroform 1:1 und anschließend erneut 5 min in reinem Aceton. 
Nach der Fixierung wurden die Schnitte in Waschpuffer gespült und für 30 min im Peroxi-
daseblock (3 % H2O2, 10 % Methanol in PBS) belassen. Es erfolgte ein erneutes Waschpuf-
ferbad und das Einspannen in die Einzelhalter unter Kontrolle der Dichtigkeit. Pro Schnitt 
wurden 150 µl Blockingpuffer + 10 % Rabbit-Serum für 1 h aufgetragen und danach direkt 
ohne weitere Spülung der CD31 Antikörper 1:100 in Blockingpuffer inklusive 10 % Rabbit-
Serum mit 100 µl pro Schnitt hinzugefügt und über Nacht inkubiert. Für die Negativkontrol-
len wurde anstelle des Antikörpers lediglich der Blockingpuffer über Nacht belassen. Am da-
rauffolgenden Tag wurden die Schnitte dreimal mit Waschpuffer gewaschen und der biotiny-
lierte Sekundärantikörper Rabbit-anti-rat 1:100 in Blockingpuffer inklusive 10 % Rabbit-
Serum mit 100 µl pro Schnitt hinzugegeben und für 1 h dort belassen. Es folgte dreimaliges 
Waschen mit Waschpuffer sowie das Hinzufügen der zuvor angesetzten ABC Lösung für 90 
min. Abschließend folgten ein dreimaliges Waschen im Waschpuffer, die Entwicklung unter 
dem Abzug mit DAB unter intermittierender mikroskopischer Kontrolle, die Dehydrierung in 
der aufsteigenden Alkoholreihe sowie die Eindeckelung mit DePex. 
 
3.4.3 Immunoassay Verfahren ELISA 
Der Enzymelinked Immunoassay wurde zum Nachweis von VEGF (Vascular Endothelial 
Growth Factor) im entnommenen Zellkulturmedienüberstand durchgeführt. Das Verwendete 
DuoSet ELISA Development Kit für human VEGF von R&D  basiert auf dem Sandwich-
Prinzip. Dabei wird ein Antikörper an der Wand der Mikrotiterplatte immobilisiert (Capture 
Antibody), der die antigenhaltigen Bestandteile der zu analysierenden Probelösung bindet. In 
einem weiteren Schritt wird ein zweiter Antikörper (Detection Antibody) hinzugegeben, der 
ebenfalls an die mittlerweile immobilisierten Antigene bindet und durch seine Biotinylierung 
zusammen mit einer streptavidingebundenen Peroxidase und einem Chromogen nachgewie-
sen werden kann. Quantifiziert wird dieser Nachweis photometrisch über die durch den Far-
bumschlag hervorgerufene Trübung der Lösung. 
Pro Gruppe wurden die Proben von acht verschiedenen Matrices analysiert, wobei für den 




Gruppe gepoolt wurden und der Tag 4 als erster Entnahmezeitpunkt nach dem Beimpfen der 
Matrices für alle Proben gepoolt wurde.  
Ab dem Zeitpunkt der Matrixbeimpfung wurden beim Medienwechsel der folgenden 4 Wo-
chen einmal wöchentlich Überstände abgenommen und bis zur Analyse bei -80 °C konser-
viert. Insgesamt wurden alle 16 Matrices für zwei Wochen mit chondrogenem Medium und 
im Anschluss für zwei Wochen jeweils 8 Matrices mit Medium für chondrogene und hyper-
trophe Zelldifferenzierung kultiviert. Zu Analysezwecken wurden die Überstände von je zwei 
Matrices gleicher Differenzierungsart gepoolt, sodass die Anzahl der Proben auf 8 pro Ent-
nahmezeitpunkt reduziert wurde. An Tag 4 als erstem Entnahmezeitpunkt nach dem Beimpfen 
der Matrices wurden die Proben aller Matrices gepoolt. 
Zum Auftragen der Proben wurde eine 96-Well Microplatte verwendet. Diese wurde am ers-
ten Tag mit 100 µl pro Well mit dem Capture Antibody (Part 841495, 1 µg/ml in PBS) be-
stückt und über Nacht bei Raumtemperatur sicher verschlossen unter gleichmäßigem 
Schwenken inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Wells dreimal mit Waschpuffer gespült 
und auf einem Zellstoffhandtuch schwungvoll ausgeklopft. Anschließend wurde die Platte 
zum Blocking mit 300 µl Reagent Diluent pro Well für 1 h befüllt und der vorangegangene 
Waschschritt wiederholt. Danach erfolgte das Auftragen des Standards, der Proben und des 
Reagent Diluents als Extinktionsabgleich mit 100 µl pro Well, wobei jeweils drei Wells mit 
der gleichen Probe und Konzentration zur Ermittlung eines Durchschnittswertes angelegt 
wurden. Zuvor war aus dem mitgelieferten Standard für humanes  VEGF (Part 840164) eine 
Verdünnungsreihe (2000 / 1000 / 500 / 250 / 125 / 62,5 / 31,25  pg/ml) angelegt und eine Ver-
dünnung der Proben 1:10, 1:100 und 1:1000 vorbereitet worden. Nach vollständigem Auftra-
gen wurde die Platte abgedeckt und für 2 h bei Raumtemperatur  inkubiert. Nach einem weite-
ren Waschschritt wurden dann 100 µl des Detection Antikörpers (Part 840163, 100 ng/ml in 
Reagent Diluent) hinzugefügt und wiederum 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Erneut wurde 
die Platte gewaschen und mit 100 µl pro Well Streptavidin (Part 890803, 50 µl / 10 ml, 1 % 
BSA) für 20 min bei Raumtemperatur unter Lichtschutz inkubiert. Nach einem weiteren 
Waschvorgang wurden 100 µl pro Well Substratlösung hinzugegeben und die Reaktion unter 
Lichtschutz nach 20 min mit 50 µl der Stoplösung pro Well und gründlicher Durchmischung 
abgestoppt. Zur Ermittlung der Einzelwerte wurde die Platte direkt im Anschluss mit einem 
ELISA Reader bei einer Wellenlänge von 450 nm und einer eingestellten Wellenlängenkorrek-







Bezogen auf die gemessenen Einzelwerte wurden das gruppenspezifische arithmetische Mittel 
sowie die sich ergebende Standardabweichung im Sinne einer deskriptiven Statistik bestimmt. 
Daran anschließend als Teil der induktiven Statistik ein Signifikanztest (t-Test). Für die statis-








Im Vorversuch wurden verschiedene Zelllinien im Hinblick auf ihre Differenzierungsfähigkeit 
im Zellaggregat getestet. Aus diesen wurde die für sämtliche Versuche verwendete Zelllinie 
LN-714 ausgewählt, die einem männlichen Spender im Alter von 19 Jahren entnommen wur-
de. Die hypertroph differenzierten Zellaggregate zeigten gegenüber den chondrogen differen-
zierten eine deutliche Zunahme des Zellvolumens und wiesen in der DMMB- und der AP-
Färbung histologische Charakteristika einer erfolgreichen Differenzierung auf. 
 
4.2 Feststellen des Differenzierungsgrades 
Zur Feststellung der erfolgreichen Zelldifferenzierung im Trägermaterial wurden die Matrices 
nach Abschluss der Differenzierungsphase am Tag 28 histologisch aufgearbeitet. Insgesamt 
wurde der Versuch einmal wiederholt und pro Durchgang wurden zwei Matrices pro Gruppe 
ausschließlich für die Histologie verwendet. Der Nachweis von Zellen war in der gesamten 
Matrix positiv, wenn auch in mitunter ungleicher Verteilung zugunsten des Randbereichs. 
Auffällig war insbesondere, dass sich die Nachweisbarkeit einer Differenzierung in allen Fär-
bungen auf den Randbereich beschränkte. Dabei war in einigen Fällen auch nur eine Seite der 
kreisrunden Matrixoberfläche betroffen, sowie ihr gesamter seitlicher Randbereich, wie sich 
an den abgebildeten Schnitten zeigt (siehe Abb. 4-1). Die zentrale Einkerbung der Matrix ist 
durch die Beimpfung zu erklären, bei der die Kanüle in die Matrixmitte eingeführt wurde. 
In der DMMB-Färbung zeigte sich der Randbereich kräftig angefärbt, wodurch eine glykosa-
minioglykanreiche Extrazellulärmatrix nachgewiesen wurde. Insgesamt erschien die Anfärb-
barkeit bei der hypertrophen Gruppe ausgeprägter. Das Matrixinnere hingegen imponierte nur 
leicht bläulich, sodass hier keine hyaline Knorpelmatrix zu vermuten war. 
Die Anfärbung der Alkalischen Phosphatase war in der hypertrophen Gruppe stärker und kon-
tinuierlicher ausgeprägt als in der chondrogenen Vergleichsgruppe, bei der lediglich vereinzelt 
kleine voneinander abgegrenzte Areale am Matrixrand dargestellt werden konnten. 
Immunhistochemisch war die Anfärbbarkeit des im differenzierten Knorpel vorhandenen Kol-
lagen II in beiden Gruppen deutlich positiv. In deutlich geringerem Maß konnte Kollagen I 
nachgewiesen werden, wobei hier auch die Matrix selbst als Kollagen-I-haltiges Trägergerüst 
erfasst wurde. Kollagen X war fast ausschließlich in der Hypertrophiegruppe deutlich nach-
weisbar und eindeutig von der Hintergrundfärbung abgrenzbar. Es zeigte sich eine breite 




















Abbildung 4-1 Übersicht Immunhistochemie am Ende der Differenzierungsphase, DMMB 
und Kollagen Vergrößerung 2x, AP  Vergrößerung 10x, Maßstab = 500 µm 
 
4.2.1 ELISA VEGF Zellkulturmedienüberstand 
Als Einflussfaktor auf die Angiogenese spielt VEGF eine entscheidende Rolle. [41, 96-99] 
Um die Produktion des Faktors durch die Zellen qualitativ nachzuweisen und eine quantitati-
ve Aussage zur Vergleichbarkeit der beiden Gruppen treffen zu können, wurde die Konzentra-
tion von VEGF im Zellkulturmedium der beimpften Matrices daher im Verlauf von 27 Tagen 
einmal wöchentlich beim Medienwechsel aus dem 48 h - Überstand bestimmt. Im Diagramm  




um wurde erst ab Tag 13 verwendet, zuvor erhielten beide Gruppen ein Medium für chondro-
genes Wachstum. 
Die Konzentration von VEGF (Abb. 4-2) wurde bei der Ausgangsmessung an Tag 4 zunächst 
für alle Matrices einheitlich erfasst (11883 pg/ml). Bis zum Zeitpunkt unmittelbar vor dem 
Einsatz unterschiedlicher Differenzierungsmedien wiesen die den unterschiedlichen Gruppen 
zugedachten Matrices keinen signifikanten Unterschied in der VEGF Produktion (10176 
pg/ml bzw. 11508 pg/ml an Tag 6 und 6593 pg/ml bzw. 6298 pg/ml an Tag 13) auf, zeigten 
jedoch innerhalb der ersten beiden Wochen einen deutlichen Abfall auf 55 % bzw. 53 % des 
Ausgangswerts von Tag 4.  
Nach einer weiteren Woche wurde am Tag 20 die geringste VEGF Sekretion des gesamten 
Verlaufs gemessen. Zu diesem Zeitpunkt wurden die Gruppen bereits seit 7 Tagen mit unter-
schiedlichen Medien kultiviert. Für die Gruppe mit Hypertrophieinduktion wurde mit 44 % 
vom Ausgangswert (5276 pg/ml) ein deutlich geringerer Abfall im Vergleich zur Gruppe mit 
weiterhin chondrogener Differenzierung gemessen, bei der die Konzentration am Tag 20 le-
diglich 29 % des Ausgangswerts betrug (3490 pg/ml). Am letzten Tag stieg die VEGF Sekre-
tion bei beiden Gruppen wieder leicht an. Der Unterschied zwischen den beiden Gruppen war 
















4.3 Einfluss der Zelldifferenzierung auf die Angiogenese in vivo 
4.3.1 Intravitalmikroskopie 
Um die angiotaktische Reaktion auf die implantierten Zell-Matrix-Produkte unterschiedlicher 
Differenzierung bestimmen zu können, wurden in einem Versuch 6 Matrices pro Gruppe so-
wie eine zellfreie Matrix zur Kontrolle implantiert und über maximal 11 Tage in Folge beo-
bachtet. Insgesamt wurden zwei voneinander unabhängige Versuche durchgeführt. 
Die Matrix selbst war optisch nicht durchdringbar, sodass nur der Matrixrand mikroskopisch 
analysiert werden konnte. Auch wurde die Haut durch die Höhe der Matrix unter dem Deck-
glas der Kammer trichterförmig nach hinten gewölbt (siehe Abb. 4-3 Rückseite post Im-
plant.), wodurch keine einheitlich fokussierbare Ebene existierte und die Messungen anhand 
präzise aufeinander abgestimmter Einzelbilder erfolgten.  
Abbildung 4-3 Rückenhautkammer und Matriximplantation 
 
Im Verlauf schieden 65 % aller Versuchstiere bis zum Tag 8 wegen mangelnder Mikrosko-
pierbarkeit aus dem Versuch aus. Insbesondere die implantierten Leermatrices führten inner-
halb der ersten 5 Tage zu Trübungen in der Kammer, sodass diese Gruppe jeweils frühzeitig 
aus der Beobachtung ausschied. In Abb. 4-4 ist für jede Gruppe beispielhaft ein Verlauf darge-





Abbildung 4-4 Übersicht Intra-
vitalmikroskopie d1 bis d11, 
makroskopisch und mikrosko-
pischer Ausschnitt Vergröße-
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Am Tag der Implantation (Tag 0) war das einsehbare Gewebe sämtlicher  Kammern frei von 
Irritationen (Vgl. Abb. 4-3). Zu diesem Zeitpunkt unterschied sich die Gefäßdichte in der An-
giogenesezone in beiden Gruppen nicht vom Gefäßstatus in der Peripherie der Kammer. Auch 
zwischen den Gruppen bestand kein signifikanter Unterschied. 
 
Abbildung 4-5 Angiogenese am Matrixrand, Vergrößerung 2,5x, Maßstab = 500 µm 
 
Erste erkennbare Gefäßaussprossungen wurden bei beiden Gruppen ab dem 4. Tag nach Im-
plantation beobachtet (Abb. 4-5). Die höchste Gefäßdichte wurde an den Tagen 8 und 9 ge-
messen (Abb. 4-4) und betrug am Matrixrand 267 % bzw. 263 % des Ausgangswertes. Damit 
unterschied sie sich bei beiden Gruppen auch deutlich von der Entwicklung in der Peripherie 
(145 % bzw. 164 % des Ausgangswertes). Zwischen den beiden Gruppen konnte jedoch zu 
keinem Messzeitpunkt ein signifikanter Unterschied festgestellt werden (p > 0,05). Zum 
letztmöglichen Messzeitpunkt an den Tagen 10 und 11 waren Messungen nur noch an zwei 
Mäusen pro Gruppe möglich. Bei diesen war die Gefäßdichte leicht rückläufig (siehe Tab. 2 











Tabelle 1 Übersicht Gefäßdichte  
 Tag 0/1 Tag 8/9 Tag 10/11 
Matrixrand Restfläche Matrixrand Restfläche Matrixrand Restfläche 
chondrogen 3,68 mm-1 3,81 mm-1 9,82 mm-1 5,52 mm-1 6,44 mm-1 5,03 mm-1 
hypertroph 4,69 mm-1 4,17 mm-1 12,37 mm-1 6,83 mm-1 8,21 mm-1 4,86 mm-1 
 
 
Abbildung 4-6 Übersicht Gefäßdichte 
 
4.3.1.2 Gefäßfunktionalität 
Zur Beurteilung der Funktionalität neu entstandener Gefäße wurden am Tag 5 fluoreszenz-
markierte Erythrozyten injiziert und die Mäuse fortan zusätzlich auch unter dem Fluores-
zenzmikroskop beobachtet. Dabei konnte bei den den Matrixrand und die Matrixoberfläche 
tangierenden Gefäßen ein Durchfluss ab Tag 8 und somit deren Funktionalität nachgewiesen 
werden. In die Matrix einwachsende Gefäße konnten aufgrund der optischen Dichte der Mat-
rix nicht beobachtet werden. Anstelle der Videoaufnahme, die den Erythrozytenfluss inner-
























Abbildung 4-7 Snapshots der Videoaufnahme in sichtbarer Fluoreszenzmarkierung,  Pfeile 
zeigen Erythrozyten, Vergrößerung 2,5x, Maßstab: 500 µm (linke Spalte) 








Bei den dargestellten Schnitten handelt es sich um die Matrices mitsamt der Anhaftung des 
angrenzenden Hautareals der Maus, das zum Entnahmezeitpunkt aus der Rückenhautkammer 
ohne eine Beschädigung der Strukturen nicht mehr von der Matrix zu lösen war. Die Entnah-
me erfolgte zwischen dem 7. und dem 11. Tag nach Implantation. Zu den Färbungen von Kol-
lagen X und CD31 wurden zusätzlich noch die Negativkontrollen zur besseren Abgrenzbar-
keit der spezifisch angefärbten Strukturen angefügt. Matrices von Kammern, die besonders 
frühzeitig aus dem Versuch ausschieden, sind nicht aufgeführt. Bei Ihnen hatte die Matrix 
deutlich an Größe verloren und die Strukturen erschienen stark verdichtet. 
 
Abbildung 4-8 DMMB,  Vergrößerung 2x, Maßstab = 500 µm 
 
In der DMMB-Färbung (Abb. 4-8) konnten in beiden Gruppen glykosaminoglykanreiche 
Areale dargestellt werden. Während diese in der chondrogen differenzierten Gruppe breitbasig 
an der hautfernen Matrixkante liegen, weist die hypertrophe Gruppe eine großflächigere Ver-
teilung auf,  auch erkennt man deutlich die lakunär imponierende Einbettung der hypertro-
phen Zellen in die Matrix. Unabhängig von der Beurteilung des Differenzierungsgrades kann 
festgestellt werden, dass die Matrices beider Gruppen vollständig mit Zellen besiedelt sind. 















Die alkalische Phosphatase (Abb.4-9) war in beiden Gruppen überwiegend nicht mehr nach-
weisbar. Es zeigte sich pro Matrix meist nur ein kleines randständiges Areal. 
 Eine homogene Verteilung wurde in beiden Gruppen für Kollagen I (Abb. 4-10) gezeigt. Ein-
drücklicher als vor der Implantation war die Hintergrundfärbung durch die Kollagen I-haltige 
Matrix. 
 
Abbildung 4-9 Alkalische Phosphatase, Vergrößerung 10x, Maßstab = 500 µm 
 chondrogen hypertroph 
AP 
 
















Demgegenüber ist die Verteilung von Kollagen II (Abb. 4-11) in beiden Gruppen ausschließ-
lich auf die Randareale der Matrix beschränkt. Die Anfärbbarkeit imponiert bei der hypertro-






Abbildung 4-10 Kollagen I, Vergrößerung 2x, Maßstab = 500 µm 





















Im Vergleich dazu ist Kollagen X (Abb. 4-12) deutlich reduziert darstellbar. Mehrheitlich 
bleibt die Anfärbbarkeit in der Hypertrophiegruppe auf kleine randständige Areale beschränkt. 
Vereinzelt zeigen sich jedoch breitere kontinuierliche Randareale positiv für Kollagen X. In 
der chondrogen differenzierten Gruppe zeigen sich nun auch vereinzelt randständige Areale 




Die Darstellung von Gefäßen mittels CD31 ist in beiden Gruppen deutlich positiv. Insgesamt 
war die Verteilung der Gefäßstrukturen nicht einheitlich. Die aufgeführten Schnitte zeigen in 
beiden Gruppen ein von der Maushaut ausgehendes Einwachsen der Gefäße in den zentralen 
Matrixteil. Dies führte bei den entsprechenden Tieren auch zu einer makroskopisch sichtbaren 
zentralen Abdunklung der Matrix. Zusätzlich ist in der hypertrophen Gruppe ein randständig 
betontes Wachstum erkennbar. Bei anderen im Folgenden nicht aufgeführten Versuchstieren 
















































5.1 Diskussion der Ergebnisse 
Pluripotente mesenchymale Stammzellen verfügen über ein hohes Potential, zukünftig die 
Grundlage geeigneter Tissue Engineering Produkte zu bilden, die bei Knorpel- und Knochen-
substanzdefekten therapeutisch eingesetzt werden können. Einerseits kann inzwischen auf 
erprobte Methoden zur Entnahme und der in vitro Differenzierung zu reifen Chondrozyten 
zurückgegriffen werden. Auf der anderen Seite sind zahlreiche Faktoren sowie die Mecha-
nismen ihres Zusammenwirkens im Hinblick auf die Chondrogenese in vivo, die Homöostase 
des Gelenkknorpels und dessen pathologische Destruktion bisher nicht ausreichend bekannt. 
Ein zentraler Aspekt dabei ist die Angiogenese. 
Ein Zusammenhang zwischen der Angiogenese und der hypertrophen Differenzierung wurde 
bereits durch Pessese et.al. postuliert. Um diesen Zusammenhang in vivo ergründen zu kön-
nen, wurden mesenchymale Stammzellen in Tissue Engineering Matrices über eine Dauer von 
28 Tagen kultiviert, in der eine Differenzierung zu Chondrozyten erfolgte. Durch den Einsatz 
unterschiedlicher Medien ab Tag 14 erfolgte eine Aufteilung in je eine Gruppe mit beibehalte-
ner chondrogener Differenzierung und eine mit darüber hinausgehender hypertropher Diffe-
renzierung. Dass vor dem Einsetzen in den lebenden Organismus in beiden Gruppen eine er-
folgreiche Differenzierung in vitro stattgefunden hatte, konnte histologisch nachgewiesen 
werden. Eine glykosaminoglykanreiche Matrix sowie eine reduzierte Produktion von Kol-
lagen I gegenüber Kollagen II wurde in beiden Gruppen festgestellt. In der Hypertrophiegrup-
pe war darüber hinaus Kollagen X als eindeutiger Hypertrophiemarker nachweisbar. Auffällig 
war jedoch, dass die Anfärbung einer spezifischen Extrazellulärmatrix in allen Matrices auf 
den Matrixrand beschränkt war, mitunter auch nur auf eine der kreisrunden Oberflächen der 
Matrix und den gesamten daran angrenzenden Randbereich.  
Primär muss davon ausgegangen werden, dass die zentralständige Beimpfung der Matrices 
mit wiederholten Pipettierbewegungen eine initial gleichmäßige Verteilung der Zellen in der 
gesamten Matrix gewährleistete. In der Matrix entstand durch die Beimpfung zwar ein De-
fekt, allerdings war dieser so gering, dass gestörte Zell-Zell und Zell-Matrix-Kontakte an die-
ser Stelle die ausbleibende Differenzierung der gesamten Matrixmitte nicht hinreichend erklä-
ren können. Wahrscheinlicher ist, dass die Penetration von Nährstoffen und 
Differenzierungsfaktoren in das Matrixinnere reduziert war. Insbesondere kann dies der Fall 
sein, wenn die Transportvorgänge in das Innere der Matrix durch eine fortschreitende Bildung 




beiden kreisrunden Matrixoberflächen kaum Differenzierungsmerkmale in der Histologie 
aufwies, könnte durch eine geringere Erreichbarkeit des Areals für Nährstoffe und Differen-
zierungsfaktoren erklärbar sein. Möglicherweise lag diese Seite längerfristig dem Boden der 
Zellkulturschale an. Ähnliche Beobachtungen wurden auch in vorangegangenen Experimen-
ten anderer Studien beschrieben.  [90, 91] 
Als weiterer Anhalt für eine hypertrophe Differenzierung gilt die Produktion von VEGF. Die-
se konnte für die Zellen während der Differenzierungsphase eindeutig belegt werden. Für den 
quantitativen Nachweis wurden die Überstände der 48h-Zellkulturmedien ab Beimpfen der 
Matrices einmal wöchentlich abgenommen und anschließend im ELISA analysiert. Dabei 
zeigte sich der höchste gemessene Wert 4 Tage nach Beimpfung der Matrices noch bevor ein 
hypertrophieinduzierendes Medium verwendet wurde. Im Verlauf sank der Wert zunächst ab, 
erreichte an Tag 20 seinen Tiefpunkt und stieg bis kurz vor der Implantation in die Maus in 
beiden Gruppen noch einmal an. Ein signifikanter Unterschied zwischen den beiden Gruppen 
bestand nicht. Der hohe Wert zu Beginn direkt nach der Matrixbeimpfung könnte mit dem 
Stress, den diese Prozedur auf die Zellen ausübt, in Zusammenhang stehen. Denkbar wäre 
einerseits, dass eine Reduktion der Zellzahl in Form eines einsetzenden Zellsterbens als Reak-
tion auf das stattgehabte Stressereignis zu einer im Verlauf geringeren Gesamtproduktion an 
VEGF geführt hat. Demzufolge wäre also lediglich die Anzahl der VEGF-Produzenten zu 
Beginn höher gewesen, nicht jedoch die VEGF-Produktion der einzelnen Zelle. Andererseits 
könnte auch eine veränderte Regulation der VEGF-Produktion auf zellulärer Ebene zu einem 
initialen Peak geführt haben. Zelzer et.al. haben gezeigt, dass VEGF für die Überlebensfähig-
keit von Chondrozyten von besonderer Bedeutung ist. Weiterhin haben sie nachgewiesen, 
dass Chondrozyten in der Lage sind, die eigene Produktion als Reaktion auf ein Zellsterben 
massiv zu erhöhen, um so ihre Überlebensfähigkeit als Zellverband zu gewährleisten. [97] 
Das deutliche Absinken von VEGF in den Tagen nach dem Stressereignis, in denen die Zellen 
innerhalb der Matrix adhärent werden und sich erfolgreich neu organisieren konnten, lässt 
sich daher ebenfalls in diesen Zusammenhang einordnen. Duan et.al. haben nachgewiesen, 
dass bereits der prä-hypertrophe Chondrozyt VEGF produziert und dass dessen Produktion 
mit zunehmender Hypertrophie zunimmt. [96, 98] Dies kann mit der Beobachtung in Ein-
klang gebracht werden, dass VEGF mit Wechsel des Mediums an Tag 13 wieder zu steigen 
beginnt. Wenngleich die VEGF-Produktion in der Hypertrophiegruppe initial wieder stärker 
anzusteigen scheint, so ist doch an Tag 27 kein signifikanter Unterschied zur Chondrogenese-
gruppe vorhanden. Grundsätzlich ist bekannt, dass auch chondrogen differenzierte mesen-




pertrophen Zellen stärker ausgeprägt sein sollten. Möglicherweise wäre ein Unterschied bei 
einer prolongierten Kultivierungsdauer in einer Steigerung des angedeuteten Trends signifi-
kant geworden. Der beobachtete Anstieg kann insgesamt als Hinweis darauf gewertet werden, 
dass an Tag 27 zwar bereits eine Hypertrophieinduktion stattgefunden hat, diese sich jedoch 
erst in einem Anfangsstadium befand und die VEGF-Produktion als Merkmal hypertropher 
Chondrozyten bis dahin in beiden Gruppen gleich ausgeprägt war.  
Dahingegen war zum gleichen Zeitpunkt bereits Kollagen X in der Extrazellulärmatrix nach-
weisbar. Über die genaue zeitliche Abfolge der Ausprägung eindeutiger Marker der Chondro-
zytenhypertrophie finden sich in der aktuellen Literatur keine Aussagen. Gegebenenfalls er-
folgt primär eine Umorganisation der Extrazellulärmatrix vom faserbildenden Collagen II hin 
zum verstärkt netzartigen Collagen X, [100] um dem in der Transformation begriffenen Ge-
webe Stabilität zu geben und die optimale Struktur für eine Gefäßinvasion [101] bereitzustel-
len. Erst dann, so könnte angenommen werden, wird ein Signal für die Invasion von En-
dothelzellen wie die VEGF-Produktion verstärkt.  
Mit einer erfolgreichen Chondrocytendifferenzierung in Tissue-Engineering-Matrices war die 
notwendige Voraussetzung für den folgenden Versuchsteil in vivo erfüllt. Der Transfer in den 
lebenden Organismus wurde an Nacktmäusen durchgeführt, die zuvor zu Beobachtungszwe-
cken eine Rückenhautkammer erhalten hatten. Nach Implantation der Matrices in die Kam-
mern wurde das angiotaktische Verhalten der Chondrozyten mikroskopisch analysiert und im 
Anschluss durch eine Vermessung des gesammelten Bildmaterials die mikrovaskuläre Dichte 
ermittelt. Wenngleich es im Beobachtungszeitraum in beiden Gruppen zu einer deutlichen 
Zunahme der Gefäßdichte kam, so konnte doch zu keinem Zeitpunkt ein signifikanter Unter-
schied zwischen den Gruppen festgestellt werden. 
Erste Gefäßeinsprossungen wurden bei beiden Gruppen ab dem 4. Tag nach Implantation be-
obachtet. Es folgte ein maximaler Anstieg der Gefäßdichte in der definierten Angiogenesezo-
ne an den Tagen 8 und 9, der 267 % (hypertroph) bzw. 263 % (chondrogen) des Ausgangswer-
tes von Tag 1 betrug. Auch in der Kammerperipherie konnte ein leichter Anstieg der 
Gefäßdichte beobachtet werden, jedoch unterschied sich dieser signifikant von der in der An-
giogenesezone. Demzufolge kann der Anstieg innerhalb der Angiogenesezone auf die Gegen-
wart des Tissue-Engineering-Konstrukts zurückgeführt werden und lässt somit einen Rück-
schluss auf dessen angiotaktisches Potential zu.  
Um dieses zutreffend einschätzen zu können, müssen die verschiedenen angiogenen Einfluss-
faktoren gegeneinander abgewogen werden. Da hypertrophe Chondrozyten  mit einer ver-




ren Gegenwart die Angiogenese fördert. Noch am Tag der Implantation haben die Zellen bei-
der Gruppen nachweislich VEGF produziert und das in beinahe identischen Mengen. Auch 
zum Zeitpunkt der Implantation könnte zunächst die Auswirkung von Stress auf den inzwi-
schen organisierten Zellverband und dessen VEGF-Produktion einen entscheidenden Einfluss 
gehabt haben. Durch den Transport in den Tier OP und den späteren Entzug von Nährmedium 
durch Implantation in die Rückenhautkammer wurde dieser auf beide Gruppen gleichermaßen 
ausgeübt. Ob die gleiche Noxe auch bei beiden Gruppen das gleiche Ausmaß einer reaktiven 
Freisetzung pro-angiogener Faktoren hatte, kann nur vermutet werden. Sicher ist, dass dieser 
Effekt einen signifikanten Unterschied im angiotaktischen Verhalten zumindest in der An-
fangsphase des Beobachtungszeitraums deutlich hätte maskieren können.   
Durch das initial eingebrachte Zellmaterial konnte während dieser Phase demzufolge eine 
signifikante Gefäßneubildung induziert werden, die keine eindeutigen Rückschlüsse auf einen 
Zusammenhang mit einer unterschiedlichen Zelldifferenzierung zulässt. Möglich ist daher, 
dass in dem verfügbaren Beobachtungszeitraum kein messbarer Unterschied zwischen chond-
rogenen und hypertrophen Chondrozyten hinsichtlich der Angiogenese bestand.  
Um diese Aussage treffen zu können, muss jedoch diskutiert werden, ob der eingangs identifi-
zierte Differenzierungsgrad nach Implantation in die Maus im gesamten Verlauf aufrecht  
erhalten wurde. Aufschluss darüber gibt die histologische Analyse des Gewebes nach Explan-
tation. Hier zeigte sich mehrheitlich eine deutliche Reduktion des Kollagen X in der Hyper-
trophiegruppe. Von wenigen Ausnahmen abgesehen, waren nur noch vereinzelte randständige 
Areale positiv für Kollagen X. Kollagen II hingegen imponierte kräftig in einer breiten rand-
betonten Verteilung, wobei die Anfärbbarkeit in der Hypertrophiegruppe noch deutlicher war. 
Für beide Gruppen war der Nachweis von Kollagen II zum Zeitpunkt der Explantation höher 
als zum Zeitpunkt der Implantation. Ein Rückgang von Kollagen X und eine Zunahme von 
Kollagen II deuten auf einen Verlust der Hypertrophie der Zellen hin. Markway et.al. haben 
bei in vitro durchgeführten Versuchen an gesunden und von Arthrose betroffenen Gelenk-
knorpelzellen unter anderem die Veränderung der Matrixzusammensetzung unter Hypoxie 
untersucht. [103] Dabei wurde bei beiden Gruppen eine deutliche Zunahme an Kollagen II in 
der Extrazellulärmatrix beobachtet. In der Gruppe der von Arthrose betroffenen Zellen, die 
eine entsprechende Hypertrophie aufwiesen, wurde unter Hypoxie ein drastischer Rückgang 
an Kollagen X beobachtet. Duval et al. gelang es in einem Versuch, bei dem gänzlich auf den 
Einsatz chondroinduktiver Faktoren in der Zellkultur verzichtet wurde, durch die alleinige 
Hypoxie einen deutlichen chondrogenen Effekt auf mesenchymale Stammzellen nachzuwei-




Differenzierung unter Hypoxie und sogar die Redifferenzierung zuvor dedifferenzierter 
Chondrozyten mit Ursprung aus dem Gelenkknorpel. [105] Gawlitta et. al. zeigten, dass hy-
poxische Kulturbedingungen mesenchymaler Stammzellen zumindest zu einer deutlich ver-
zögerten Ausprägung von Hypertrophiemerkmalen führten, [106] während diese bei Sheehy 
et.al. unter Hypoxie gänzlich supprimiert blieben. [107] Derartige Reaktionen auf Hypoxie 
wurden in zahlreichen voneinander unabhängigen Studien publiziert. [108-112] Sie korrelie-
ren mit den Ergebnissen der vorliegenden in vivo Untersuchung, weshalb auf eine Dediffe-
renzierung der hypertrophen Zellen unter einer anzunehmenden Hypoxie nach Implantation in 
die Kammer geschlossen werden kann. Über die präzise Dynamik dieser Entwicklung im 
Zeitraum zwischen der Matriximplantation und der Explantation kann jedoch nur gemutmaßt 
werden. Während Gelenkknorpel durch seine Avaskularität ohnehin einer erniedrigten Sauer-
stoffzufuhr unterliegt, [113] sind die in der Kammer vorherrschenden Sauerstoffpartialdrücke 
nicht bekannt. Eine Versorgung mit Sauerstoff und Nährstoffen durch Diffusionsbewegungen 
der Synovia wie im Gelenk konnte nicht erfolgen. Das aufgelegte Deckglas dichtete die 
Kammer ab, sodass eine funktionierende Gefäßversorgung den einzigen effektiven Transport-
vorgang nach der erfolgten Implantation darstellte. Der Nachweis von Gefäßen gelang in der 
Intravitalmikroskopie und der Histologie durch den immunhistochemischen Nachweis von 
CD31. Dass die gebildeten Gefäße eine funktionelle Blutzirkulation ermöglichten, konnte 
fluoreszenzmikroskopisch ab Tag 8 belegt werden. Wie effektiv eine Sauerstoffzufuhr 
dadurch gewährleistet war, kann nicht festgestellt werden. Sicher ist jedoch, dass die Sauer-
stoffzufuhr über mindestens 7 Tage hinweg stark reduziert war und so Regulationsmechanis-
men für eine Dedifferenzierung aktiviert worden sein könnten.  
Im Gegensatz zu der beobachteten Dedifferenzierung steht die Annahme von Pesesse et.al. 
bezüglich der wechselseitigen Beeinflussung von Angiogenese und Differenzierung. [38] 
Durch die erfolgte Gefäßneubildung hätte erwartet werden können, dass eine Verstärkung der 
hypertrophen Differenzierung eintritt. Hinsichtlich der hypertrophen Zellen überwogen im 
Versuch offenbar andere Einflussfaktoren. Das Modell kann jedoch herangezogen werden, um 
die beobachtete, wenngleich geringe Steigerung der Expression von Kollagen X in der chond-
rogenen Gruppe zu erklären. Barbarina et.al. konnten nachweisen, dass immigrierende En-
dothelzellen beim Vorgang der Angiogenese über die Beeinflussung von Proteinasen die Hy-
pertrophie von Chondrocyten fördern. [54] So lässt sich die teilweise Expression von 





Eine Dedifferenzierung der hypertrophen Chondrozyten in Kombination mit einer beginnen-
den hypertrophen Differenzierung in der initial chondrogenen Gruppe sprechen also für eine 
schrittweise Egalisierung des Differenzierungsgrades während des in vivo Versuchsteils. Auch 
diese Tatsache wird zu dem nicht signifikanten Unterschied in der Entwicklung der Gefäß-
dichte beigetragen haben. Bei allen vergleichenden Betrachtungen zwischen chondrogenen 
und hypertrophen Zellen sollte jedoch stets bedacht werden, dass die natürliche Sequenz der 
enchondralen Ossifikation, in der die Hypertrophie von Chondrozyten als Vorstufe der Kno-
chensubstanz auftritt, auch mit der Apoptose jener Zellen einhergeht. Die Reduktion messba-
rer Hypertrophiemarker wird durch diese Entwicklung begünstigt und darf nicht a priori als 
mangelnder Differenzierungserfolg oder als Differenzierungsverlust gewertet werden. 
 
5.1 Diskussion der Methoden 
Als weiterer Einflussfaktor auf die ermittelte Gefäßdichte muss die Inflammation berücksich-
tigt werden. Es ist bekannt, dass inflammatorische Prozesse und Angiogenese häufig mitei-
nander einhergehen, wie es auch bei der Arthrose der Fall ist. [45, 47-49, 55, 56] Einen ent-
scheidenden Beitrag leisten Makrophagen, die zu einem Anstieg der VEGF-Konzentration 
beitragen. [49] Als Auslöser einer inflammatorischen Reaktion kann bei der Arbeit mit 
Rückenhautkammern eine mechanische Reizung in Kombination mit der erhöhten Vulnerabi-
lität des Gewebes nach erfolgter mikrochirurgischer Präparation in Betracht gezogen werden. 
[87] Durch die hintere Aussparung der Rückenhautkammer hindurch bestand eine deutliche 
Ausstülpung der Haut, die durch das zylindrische Volumen der Matrix zwischen Deckglas und 
Haut hervorgerufen wurde. Das Gewebe, auf der die Matrix auflag stand dementsprechend 
unter Druckspannung, die umgebende Haut unter Zugspannung. In der Peripherie verursachte 
die Rückenhautkammer durch die Bewegung der Maus Reibung an der Haut. Zusätzlich zu 
der Bildung von Granulationsgewebe im Rahmen der Wundheilung gab es daher mehrere 
Prädilektionsstellen für das Auftreten von Inflammationsherden und eine erhöhte Wahrschein-
lichkeit für die Zirkulation entsprechender Mediatoren. Dies ist einer der Gründe, warum die 
Zeitspanne für Untersuchungen an der Rückenhautkammer begrenzt ist und unter Idealbedin-
gungen selten mehr als 14 Tage beträgt. [87] Dennoch überraschte die hohe Ausscheiderrate 
von 65 % der Versuchstiere bis zum 8. Tag. Während die Mikroskopierbarkeit in Ermange-
lung einer einheitlich fokussierbaren Ebene von Vornherein Einschränkungen unterlag, erfolg-
te das jeweilige Versuchsende aufgrund einer Trübung der Kammer, wodurch diese nicht mehr 




punkts sowohl um ein druckassoziiertes Austreten von Flüssigkeit aus der Matrix in der An-
fangsphase als auch um ein späteres inflammatorisch bedingtes Exsudat aufgrund der anhal-
tenden Gewebeirritation handeln. 
Um den Einfluss dieser Vorgänge auf die Angiogenese abschätzen zu können, wurde einer-
seits die Gefäßdichte des peripheren Kammerareals mit der eng gefassten Angiogenesezone 
direkt am Matrixrand verglichen. Tatsächlich waren beide Zonen deutlich voneinander unter-
scheidbar, was für eine nur geringe Beteiligung der Inflammation direkt am Matrixrand 
spricht.  
Ferner kann das Verteilungsmuster des immunhistochemischen Nachweises von CD31 Auf-
schluss über die Beteiligung entzündlicher Prozesse an der Gefäßneubildung geben. Gefäß-
nachweise fanden sich innerhalb der definierten Angiogenesezone am Matrixrand und über 
diese hinaus in die Matrix eindringend in Überlappung mit den Arealen erfolgreicher Zelldif-
ferenzierung. Besonders deutlich gelang die Darstellung an der mikroskopisch nicht einsehba-
ren Matrixseite, die der Maushaut breitbasig auflag. Anzunehmen ist, dass eine große Kon-
taktfläche optimale Kommunikationsmöglichkeiten bot, sodass VEGF als pro-angiogener 
Faktor in unmittelbarer Nähe zu den subcutanen Gefäßen der Maus wirksam werden konnte. 
Dies würde für den prägnanten Einfluss einer entsprechenden Zelldifferenzierung sprechen. 
Auffällig war jedoch, dass die Gefäße von dort ausgehend mitunter weit in das Matrixinnere 
hineinwuchsen, wo nachweislich keine chondrogene oder hypertrophe Zelldifferenzierung 
verortet werden konnte. Hinzu kommt, dass die Matrix in ihrer Grundstruktur Hyaluronsäure 
enthält, die an sich eine anti-angiogene Wirkung aufweist. [114-116] In der Matrixmitte muss-
te also ein Ungleichgewicht aus pro- und anti-angiogenen Faktoren vorgelegen haben, das mit 
dem dargebotenen Ausmaß an beobachteter Angiogenese primär nicht vereinbar wäre. Als 
entscheidender Einflussfaktor kann hier die Inflammation gewirkt haben: Eine große Kontakt-
fläche bot nicht nur eine optimale Kommunikationsmöglichkeit, sondern führte auch zu einer 
verstärkten Irritation des Gewebes. Über bereits vorhandene Gefäßstrukturen am Matrixrand 
existierten Transportwege in das Matrixinnere hinein. Insbesondere die Vorläuferstrukturen 
eines stabilen Gefäßes sind porös und verstärkt permeabel für Mediatoren und Zellen des Im-
munsystems. Inflammatorische Prozesse werden so vereinfacht angeregt und aufrechterhalten. 
[50] Darüber hinaus ist bekannt, dass die Endothelzellfunktion durch Entzündungsreaktionen 
gestört wird, [117] sodass die gebildeten Gefäße instabil bleiben. Auch dieser Mechanismus 
wird in der Peripherie zu einem verstärkten Austritt von Flüssigkeit beigetragen und zu einer 
Kammertrübung geführt haben. Ebenfalls könnte das Material der Matrix selbst durch das 




Matrices der vorzeitig ausgeschiedenen Versuchstiere zeigte sich ein starker Substanzverlust 
im Sinne einer Schrumpfung der Matrix, die über das Maß ihrer geplanten Degradierung hin-
ausging. Slevin et. al. konnten zeigen, dass die Hyaluronsäure in ihrer nativen Form zwar klar 
anti-angiogen wirkt, deren Degradierungsprodukte jedoch zu einer starken Endothelzellakti-
vierung mit konsekutiver Gefäßformierung führen. [118] Dieser Effekt könnte insgesamt, aber 
speziell im Matrixinneren die Angiogenese angeregt haben.  
Darüber hinaus bewirkt die fortgeschrittene Degradierung eine Auflockerung der Matrixstruk-
turen, die das Eindringen von Gefäßen in das Innere der Matrix ebenso begünstigt haben 
könnte, wie die Abwesenheit einer dichten, schwer permeablen Extrazellulärmatrix bedingt 
durch das Fehlen differenzierter Zellareale in der Matrixmitte. 
Zusammengefasst hat sich durch den Einsatz von Rückenhautkammern in der Intravitalmikro-
skopie die Angiogenese quantitativ nachweisen lassen. Die Auswertung unterlag jedoch deut-
lichen Einschränkungen: Inflammation führte einerseits zu einem häufigen verfrühten Aus-
scheiden von Versuchstieren, andererseits beeinflusste sie wahrscheinlich in nicht 
unerheblichem Ausmaß die Gefäßneubildung. Zur Verbesserung der Ausgangsbedingungen 
würde sicherlich die Verwendung kleinerer, insbesondere flacherer Matrices beitragen. Gege-
benenfalls müsste dazu jedoch die Methode der Beimpfung überdacht werden, da das Trauma 
des Kanüleneinstichs ansonsten in einem ungünstigen Verhältnis zur Gesamtgröße des Kon-
strukts stünde. 
 
5.2 Zusammenfassung  
Es gelang, mesenchymale Stammzellen aus dem Punktat des Beckenkamms zu isolieren, die-
se in vitro zur Proliferation anzuregen und in Tissue Engineering Matrices zu Chondrozyten 
zu differenzieren. Merkmale einer chondrogenen und einer hypertrophen Differenzierung 
konnten histochemisch und immunhistochemisch in den beiden  Gruppen dargestellt werden. 
Eine Produktion von VEGF wurde im Zellkulturmedium mittels ELISA nachgewiesen. Ein 
signifikanter Unterschied zwischen den Gruppen zeigte sich hier jedoch nicht, weshalb von 
einer noch nicht vollständig ausgebildeten Hypertrophie zum Implantationszeitpunkt auszu-
gehen ist. 
Die Analyse des intravitalmikroskopisch gewonnenen Bildmaterials ergab in beiden Gruppen 
eine deutliche Zunahme der Gefäßdichte. Ein signifikanter Unterschied zwischen den Grup-
pen bestand nicht, somit konnte die Hypothese, dass hypertrophe Chondrozyten die Angioge-




nach dem Einbringen der Zellen in den lebenden Organismus eine Dedifferenzierung der ur-
sprünglich hypertrophen Zellen beobachtet wurde, die mit einer Hypoxie in Zusammenhang 
stehen könnte. Die initial chondrogenen Zellen zeigten hingegen nach der Explantation mitun-
ter Merkmale einer Hypertrophie. Diese könnte als Reaktion auf eine bereits erfolgte Ge-
fäßneubildung interpretiert werden.  
Die Methode der Intravitalmikroskopie unter Verwendung von Rückenhautkammern erwies  
sich zur Beobachtung der Angiogenese an Tissue Engineering Matrices grundsätzlich als ge-
eignet. Einschränkungen bestanden jedoch hinsichtlich der Fokussierbarkeit, da die Matrices 
durch ihre Höhe zu einer Ausstülpung der Haut führten und so keine einheitliche Ebene mehr 
bestand. Auch zeigte sich das Modell durch die Reizung des Gewebes anfällig für Inflamma-
tionen. Abgesehen von der Beeinflussung der Angiogenese an sich waren inflammatorische 
Prozesse vermutlich ursächlich für eine Eintrübung der Kammer, die aufgrund mangelnder 
Mikroskopierbarkeit zu einem verfrühten Ausscheiden von 65 % der Versuchstiere bis zum 8. 
Tag führte. Zukünftig könnte daher die Verwendung deutlich flacherer Matrices zu einem  
optimierten Einsatz der Rückenhautkammer beitragen.  
In der Gesamtbeschau der Ergebnisse kommt zum Ausdruck, wie sehr Zelldifferenzierung, 
Angiogenese und Inflammation von einem Verhältnis permanenter wechselseitiger Beeinflus-
sung geprägt sind. Die Integration des Tissue-Engineering-Konstrukts in vivo stellt eine 
hochvulnerable Phase dar, in der ein Verlust der Zelldifferenzierung droht. Die Neubildung 
von Gefäßen kann mit einer initialen Sicherstellung des Sauerstoff- und Nährstofftransports 
zum Erhalt des Differenzierungsgrades beitragen, der für den Einsatz des Konstrukts bei 
Knorpeldefekten unabdingbar ist.  Gleichzeitig vermag der Prozess der Angiogenese jedoch 
auch aktiv eine hypertrophe Differenzierung von Chondrozyten zu induzieren, was ihre An-
wendung bei Knochendefekten ermöglicht. Um diese Vorgänge zukünftig gezielt steuern zu 
können, bedarf es der weiteren Auseinandersetzung mit den zugrunde liegenden Regulations-
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